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• ADN, Ácido desoxirribonucleico (del inglés, “deoxyribonucleic acid”). 
• ARN, Ácido ribonucleico (del inglés “ribonucleic acid”). 
• ARNc, ARN complementario. 
• ARNm, ARN mensajero. 
• 3D, Tridimensional. 
• AU, Acetato de uranilo. 
• BHK-21, Fibroblastos de riñón de hámster (del inglés, “baby hamster kidney”). 
• BrU, Bromouridina. 
• BSA, Albúmina de Suero bovino, (del inglés “albumine serum bovine”). 
• CCD, dispositivo de carga acoplada (del inglés “charge-coupled device”). 
• DAPI, del inglés “4´,6-Diamidino-2-Phenylindole”. 
• DIC, (del inglés “differential interference contrast microscopy”). 
• ds-ADN, ADN de doble cadena. 
• dsARN-RT, virus ADN de doble cadena que replican gracias a una hebra sencilla de 
ARN.  
• DMEM, Medio de Eagle modificado por Dulbecco (del inglés “Dulbecco’s modified 
Eagle’s medium). 
• dsARN, ARN de doble cadena (del inglés “double-stranded RNA”). 
• DOPA, 3-4-dihdroxi-fenilananina catecol. 
• EDTA, Ácido etilendiaminotetracético (del inglés “ethylenediaminetetraacetic acid 
disodium salt dihydrate”). 
• EGTA, Ácido tetra acético del glicol de etileno. 
• FBS, Suero fetal bovino (del inglés “fetal bovine serum”). 
• GFP, Proteína verde fluorescente (del inglés “green fluorescent protein”). 
• HEPES, del inglés “((4-(2-hydroxyethyl) -1-piperzineethanesulfonic acid)”. 
• HEp-2, Células epiteliales procedente de laringe humana. Las siglas HEp provienen 
del inglés “Human Laryngeal Tumor Cells”. 
• MDC, Monodansilcadaverina. 
• MDCK-1, Células de riñón de perro (del inglés “Madin-Darby canine kidney”). 
• MES, 2-(N-morpholino) (del inglés “ethanesulfonic acid”). 
• MET, Microscopía Electrónica de Transmisión. 
• MOI, Unidad de multiplicidad de infección (del inglés “multiplicity of infection”). 
• MRC-5, Células tipo fibroblastos de pulmón fetal (del inglés “Medical Research 
Council”). 
• N, Nucleocápsida del VBUN. 
• nm, Nanómetro. 
• ORF, Pauta abierta de lectura (del inglés “open reading frame”). 
• PFA, Paraformaldehído. 
• RIPA, del inglés “Radio-Immunoprecipitation Assay”. 
• RE, Retículo endoplásmico. 
• RER, Retículo endoplásmico rugoso. 
• RNP, Ribonucleoproteína. 
• UFP, Unida formadora de placa de lisis. 
• VBUN, Virus Bunyamwera. 



























La utilización de cortes orientados en monocapas infectadas con el virus 
Bunyamwera (VBUN) y procesadas por microscopía electrónica de transmisión 
(MET) permitió la identificación de nuevas estructuras membranosas organizadas en 
multilamelas cuyo origen y función eran desconocidos. Su diseño estructural y su 
situación basal en la célula sugirieron una función de adhesión. En los estudios 
recogidos en la presente memoria se obtuvieron, también datos nuevos en cuanto a la 
liberación y propagación del VBUN. 
La aplicación de técnicas de vídeo-microscopía de célula viva y microscopía 
correlativa, han permitido realizar un estudio detallado de las regiones basales de las 
células infectadas. Igualmente, se realizaron ensayos funcionales y tratamientos con 
drogas que permitieron asignar una función adhesiva a las nuevas estructuras 
membranosas y una posible participación de los haces de filamentos extracelulares 



























El estudio de monocapas infectadas de células BHK-21 con cortes orientados 
permitió comprobar que la liberación de VBUN ocurre en zonas basales de la célula. 
En estas zonas basales aparecieron nuevas estructuras membranosas y filamentos 
extracelulares no descritos en la Bibliografía. 
 
Los objetivos principales de esta tesis han sido: 
 
I. Caracterización de las nuevas estructuras membranosas inducidas por VBUN 
en regiones basales de células BHK-21 mediante técnicas de microscopía 
electrónica 2D y 3D. 
 
II. Búsqueda de factores celulares y virales relacionados con la formación y 
mantenimiento de estas estructuras. 
 
III. Búsqueda de estructuras membranosas en otras líneas celulares susceptibles al 
VBUN y en las que el virus se libera por regiones basales o apicales. 
 
IV. Estudio de la función de las estructuras. 
 
V. Desarrollo de métodos de microscopía de célula viva y microscopía 
correlativa para estudios dinámicos de la biogénesis de las estructuras 
membranosas inducidas por el virus. 
 
VI. Caracterización estructural de filamentos proteicos extracelulares asociados a 






La tesis doctoral que presenta Dña. Laura Sanz Sánchez con título “Caracterización 
estructural de filamentos y estructuras membranosas inducidas por la liberación del virus 
Bunyamwera en células de mamífero” para optar al grado de Doctor por la Universidad 
Complutense de Madrid se ha centrado en el estudio d la liberación del virus Bunyamwera en 
células de mamífero. 
La utilización de cortes orientados en monocapas infectadas con el virus 
Bunyamwera (VBUN) y procesadas por microscopía electrónica de transmisión (MET) 
permitió la identificación de nuevas estructuras membranosas organizadas en 
multilamelas cuyo origen y función eran desconocidos. Su diseño estructural y su 
situación basal en la célula sugirieron una función de adhesión. En los estudios 
recogidos en la presente memoria se obtuvieron, también datos nuevos en cuanto a la 
liberación y propagación del VBUN. 
Los estudios se centraron en la caracterización de la estructura y función de estructuras 
membranosas de diseño muy sofisticado que habíamos encontrado en zonas basales de células 
en cultivo infectadas por Bunyavirus, cuando son procesadas por la técnica de cortes seriados 
orientados y microscopía electrónica de transmisión. La doctoranda llevó a cabo un estudio 
estructural exhaustivo de estas estructuras nuevas, no descritas en la bibliografía, estudio que 
incluyó microscopía electrónica 2D y 3D y microscopía confocal. La video-microscopía de 
células vivas seguida de microscopía correlativa mostró la dinámica de formación de estas 
estructuras durante la progresión de la infección. Los datos obtenidos, junto con el diseño de las 
estructuras, idéntico a nivel micrométrico al de los dedos de animales con gran capacidad de 
adhesión, apuntaron a una función de super-adhesión en las células infectadas, en las que la 
liberación masiva de virus en zonas basales provoca un levantamiento y desprendimiento 
parcial. Esta posible función adhesiva se confirmó al tratar las células con agentes que 
promueven el despegue, ya que los cultivos infectados fueron claramente más resistentes que los 
no infectados. En células en las que la liberación del virus tiene lugar por zonas apicales no se 
ensamblaron las estructuras multilamelares y estas células, tanto control como infectadas, 
fueron muy sensibles a los tratamientos que las despegan de los sustratos. La doctoranda buscó 
también cambios en los niveles de expresión y en los patrones morfológicos observados por 
inmunofluorescencia, de diversas proteínas del citoesqueleto y proteínas celulares implicadas en 
adhesión, no encontrando diferencias significativas entre células control e infectadas. 
 La señalización que se desencadena cuando se inicia la liberación de nuevos virus en 
zonas basales induce por tanto una reorganización de membranas pre-existentes en la superficie 
celular, muy probablemente en los reservorios que las células usan para el ensamblaje rápido de 
filopodios y estructuras similares, dando lugar a prolongaciones cuyo diseño en la zona de 
contacto con el sustrato permite una gran capacidad adhesiva. Las células se defienden así de la 
muerte inmediata que sería provocada por el desprendimiento completo. 
 Finalmente, se encontró estructuras filamentosas extracelulares que contienen actina y a 
las que se adhieren masivamente los virus extracelulares liberados y sobre los que parecen viajar 
a células vecinas. Estos datos sugieren la existencia de un nuevo mecanismo de propagación de 
virus que deberá ser caracterizado en estudios futuros. 
 La aplicación de técnicas de vídeo-microscopía de célula viva y microscopía 
correlativa, han permitido realizar un estudio detallado de las regiones basales de las 
células infectadas. Igualmente, se realizaron ensayos funcionales y tratamientos con 
drogas que permitieron asignar una función adhesiva a las nuevas estructuras 
membranosas y una posible participación de los haces de filamentos extracelulares en la 


























Los virus son parásitos intracelulares obligados, que dependen de factores 
celulares para poder completar su ciclo vital (Freed, 2004a). Son patógenos 
devastadores para humanos, animales, plantas, bacterias, hongos y levaduras (Nagy, 
2008) e incluso existen virus que pueden parasitar la maquinaria ensamblada por 
otros virus, como es el caso del virus Sputnik, que parasita la factoría viral de los 
Mimivirus (La Scola y cols., 2008; Pearson, 2008). Los Mimivirus son virus de gran 
tamaño que ensamblan su factoría viral en el citoplasma de una ameba, 
Acanthamoeba polyphaga (La Scola y cols., 2003).  
A diferencia de las células, los virus no pueden replicarse por crecimiento o 
división, pero usan sus genomas para redirigir la actividad celular en su propio 
beneficio y generar así nuevas partículas virales. La replicación viral y en ocasiones 
el ensamblaje del virus son procesos que se llevan a cabo en estructuras complejas 
denominadas factorías virales, viroplasma o inclusiones virales. Las factorías virales 
son complejas interacciones entre componentes celulares y virales (Miller y Krinjse-
Locker, 2008; Netherton y cols., 2007, 2008; Mackenzie, 2005; Novoa y cols., 
2005a; Salonen y cols., 2005; Wileman, 2006). Las factorías virales son estructuras 
complejas construidas por virus ARN (ácido ribonucléico) y ADN (ácido 
desoxirribonucléico). En el caso de los virus ADN como son los Pox-, Irido- y 
Asfarvirus, emplean el mecanismo de defensa celular de formación de agresomas o 
de autofagosomas para concentrar los componentes necesarios para la replicación 
viral (Wileman, 2006; Heath y cols., 2001) (véase punto 4 de la Introducción 
“Factorías virales”). Durante la formación de los sitios de ensamblaje y replicación 
viral, se producen cambios en la estructura y la distribución de orgánulos celulares, la 
organización del citoesqueleto, así como en las membranas celulares. La 
reorganización del citoesqueleto puede, por ejemplo, facilitar la salida de los nuevos 
virus y bloquear la ruta endocítica (durante la infección de virus ARN, de doble 
cadena y polaridad positiva) reduciendo así la liberación de mediadores 
inflamantarios como consecuencia de la respuesta inmune adquirida (Netherton y 
cols., 2007). 
Los genomas virales se caracterizan por presentar una única especie de ácido 
nucleico constitutiva, que puede ser ADN o ARN, monocatenario o bicatenario con 
estructura de doble hélice. Los virus se pueden clasificar bien por la célula a la que 
parasitan (animal, planta, bacteria), por su forma (helicoidal, poliédricos o 
complejos), la presencia de envoltura o por el ácido nucleico que forma su genoma. 
Según la clasificación de Baltimore, los virus se pueden clasificar dependiendo de la 
composición de sus genomas (Baltimore, 1971): 
1. Virus ADN de doble cadena (ADN dc). 
2. Virus ADN de cadena sencilla (ADN cs). 
3. Virus ARN de doble cadena (ARN dc). 
4. Virus ARN de cadena sencilla y polaridad positiva (ARN cs (+)). 
5. Virus ARN de cadena sencilla y polaridad negativa (ARN cs (-)). 
6. Virus ARN de cadena sencilla y polaridad positiva con intermediario de ADN 
durante el ciclo viral (ARN-RT cs). 




1.1.  Virus cuyo genoma es ARN. 
 
El ácido nucleico de estos virus es usualmente ARN monocatenario, pero 
también puede ser ARN bicatenario. Los virus ARN monocatenarios pueden 
clasificarse, a su vez, según el sentido o polaridad de su ARN, en negativos o 
positivos. Los virus ARN positivos son idénticos al ARNm viral y, por lo tanto, 
pueden ser inmediatamente traducidos por la célula huésped. El ARN viral negativo 
es complementario al ARNm y, por ello, debe convertirse en ARN positivo por la 
acción de una ARN polimerasa antes de la traducción (Patton, 2008). 
Todos los virus ARN, excepto los Retrovirus, codifican una ARN polimerasa 
dependiente de ARN para catalizar la síntesis de nuevos genomas y de ARNm (Flint 
y cols., 2005). Se caracterizan por los altos rangos de mutación espontánea en sus 
genomas en comparación con los virus ADN (Domingo y Holland, 1997) lo que 
provoca la aparición de nuevos virus que pueden dar lugar a interacciones nuevas 
entre factores virales y celulares.  
Este tipo de virus se caracteriza por replicar en superficies citosólicas de las 
membranas intracelulares de los orgánulos (retículo endoplasmático, aparato de 
Golgi, autofagosomas -usados por virus ARN-, mitocondrias, cloroplastos, 
peroxisomas, vacuolas o membranas únicas inducidas por la infección viral) (Nagy, 
2008). Recientemente, estudios con Alphavirus han demostrado la formación de 
complejos replicativos activos en replicación en la cara citosólica de la membrana 
plasmática (Ahola, 2010; Frolova y cols., 2010). 
 
1.1.1. Virus de ARN de doble cadena. 
 
Miembros de este grupo son los Rotavirus, conocidos globalmente por ser los 
causantes de gastroenteritis en niños pequeños, y el virus de la lengua azul (VBT) 
(Roy, 2008). Existen seis familias de virus cuyo genoma es ARN de doble cadena: 
Reoviridae, Birnaviridae, Totiviridae, Partitiviridae, Hypoviridae y Cystoviridae. En 
los últimos años, se han realizado importantes progresos para determinar a nivel 
atómico y subatómico las estructuras de proteínas de la cápsida de muchos de estos 
virus, a la vez que se ha profundizado en el entendimiento de los procesos 
replicativos y de ensamblaje (Patton, 2008). 
 
1.1.2. Virus de ARN de cadena sencilla. 
 
La asociación de la síntesis de ARN viral en membranas celulares es una 
característica típica de los virus de polaridad positiva y negativa (Miller y Krijnse-
Locker, 2008; Novoa y cols., 2005a). Ejemplos de estos virus son los Flavivirus y los 
Picornavirus en cuyo genoma codifica una ARN polimerasa dependiente de ARN 
(Lescar y Canard, 2009). También pertenecen a este grupo las familias virales 
Coronoviridae, Arenaviridae y Caliciviridae. 
Existen siete familias reconocidas de virus ARN de polaridad negativa, 
Rhabdo-, Paramyxo-, Filo-, Borna-, Orthomyxo-, Bunya- y Arenaviridae (Neumann 
y cols., 2002). A la primera familia pertenece el virus de la rabia, que en neuronas 
infectadas induce la formación de los cuerpos de Negri (Jackson y cols., 2001) y el 
virus de la estomatitis vesicular. Las primeras cuatro familias se caracterizan por 
tener genomas no segmentados, mientras que las otras tres presentan genoma 
segmentado de 6-8, 3 y 2 segmentos de ARN de polaridad negativa, respectivamente. 
Muchos miembros de este grupo son patógenos con alta prevalencia en seres 
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humanos como son el virus respiratorio sincitial, el virus Ébola y el virus Marburg, 
así como virus de gran impacto en agricultura y en ganadería (Neumann y cols., 
2002). El genoma de estos virus es copiado por una ARN polimerasa para formar una 
cadena sencilla de polaridad positiva de ARN. Esto significa que el virus debe 
codificar para una polimerasa ARN dependiente de ARN. La cadena sencilla de 
polaridad positiva sirve como de ARNm viral, el cual es traducido en proteínas 
virales tempranas por los ribosomas celulares. Entre ellas, la de replicasa de ARN 
permite la replicación del genoma viral produciendo una nueva cadena sencilla de 
ARN de polaridad negativa. El ciclo vital de los virus sigue los siguientes pasos 
(Samuel, 2005): 
1. Transcripción temprana del ARN de polaridad negativa por la ARN polimerasa 
dependiente de ARN y producción de ARNm subgenómico y de ARN 
monocatenario positivo. 
2. Traducción del ARNm viral. Producción y acumulación de las proteínas virales 
tempranas. 
3. Las proteínas tempranas forman el complejo replicativo, incentivando la 
producción del ARN monocatenario positivo. Esta molécula de ARN sirve de 
molde durante la replicación para dar lugar a ARN monocatenario negativo 
genómico. Este paso lo realiza la replicasa viral dependiente de ARN. 
4. Transcripción tardía del ARN monocatenario negativo por parte de la 
transcriptasa (en el caso del VBUN esta función la lleva a cabo la polimerasa L). 
5. Traducción tardía del ARNm. Producción y acumulación de las proteínas tardías 
(estructurales). 
6. Ensamblaje de la nucleocápsida. Gemación y formación de la partícula viral 
madura en asociación a la membrana celular que proporciona la envoltura viral 
(en el caso del VBUN, la envuelta proviene de las membranas de Golgi, en las 
que están insertadas las glicoproteínas virales).  
2. Familia Bunyaviridae. 
 
La familia Bunyaviridae se estableció formalmente en 1975 y actualmente 
está compuesta por cuatro géneros de virus que infectan animales (Orthobunyavirus, 
Phlebovirus, Nairovirus y Hantavirus) y uno que infecta plantas (Tospovirus) 
(Schmaljohn y Nichol, 2007; Nichol y cols., 2005; van Regenmortel y cols., 2000). 
La mayor parte de los virus de la familia son Arbovirus (del inglés “arthropod borne 
virus”), es decir, que se transmiten por artrópodos, siendo la excepción los virus del 
género Hantavirus, cuya transmisión ocurre principalmente a través de contacto con 
animales infectados (excrementos, saliva, orina), aunque la ruta infectiva por 
aerosoles es indudablemente la más conocida en la transmisión entre roedores y 
humanos (Vapalahti y cols., 2003; Lednicky, 2003), la transmisión del virus por 
mordedura de roedor también puede provocar infección en el humano (Hinson y 
cols., 2004). Los Arbovirus causan algunas de las más devastadoras enfermedades en 
humanos. Se han identificados unos 500 Arbovirus, muchos de los cuales pertenecen 
a las familias Togaviridae, Flaviviridae, Bunyaviridae, Rhabdoviridae y Reoviridae 
(Blair y cols., 2000). Muchos de los virus de esta familia se han calificado como 
virus emergentes (Soldan y cols., 2005), presentan una amplia distribución por el 
mundo y algunos causan graves patologías en el hombre. 
En la naturaleza, los Arbovirus presentan ciclos en los que se multiplican en 
un artrópodo hematófago, como un mosquito o garrapata, y son transmitidos en la 
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saliva a los huéspedes vertebrados cuando el artrópodo se alimenta de su sangre. La 
replicación en el hospedador vertebrado genera el suficiente título viral para 
transmitir la infección a otro artrópodo que se alimente de su sangre (Blair y cols., 
2000). La mayoría de los miembros de la familia causan infección en el vector 
durante toda su vida. Varios tipos de mosquitos, así como garrapatas, pueden 
transmitir virus de la familia Bunyaviridae, pero cada especie viral infecta un número 
limitado de especies de insectos y de hospedadores vertebrados (Webster y cols., 
1994; Porterfield y cols., 1975; Murphy y cols., 1974). Los principales reservorios 
vertebrados para Arbovirus de importancia en salud pública son las aves y los 
roedores (Gubler, 2002). Generalmente, las enfermedades causadas en humanos por 
parte de Arbovirus ocurren accidentalmente por picadura o mordedura del artrópodo 
y debido a que el humano no es el huésped preferente la transmisión del virus por 
esta vía suele producir títulos bajos de viremia, aunque en algunos casos pueden 
desarrollar procesos de fiebres hemorrágicas o encefalitis (Blair y cols., 2000; 
Gonzalez-Scarano y Nathanson, 1996; Schmaljohn, 1996; Webster y cols., 1994; 
Benenson, 1990).  
Los virus de esta familia comparten características morfológicas y 
bioquímicas, incluyendo un genoma ARN trisegmentado de cadena sencilla y de 
polaridad negativa, un sitio en la cara citoplasmática de endomembranas para la 
replicación y la transcripción viral, y ensamblaje y maduración en el aparato de 
Golgi de las células infectadas (Novoa y cols., 2005b; Schmaljohn y Hooper, 2001; 
Elliott, 1997; Petterson y cols., 1996). 
En la Figura I-1 se ha tomado el ciclo de vida del virus de La Crosse (VLAC) 
para representar el ciclo de los Bunyavirus, incluido el VBUN. En la naturaleza, 
hembras del género Aedes, aunque no exclusivamente (ver el punto de la 
Introducción 3. Virus Bunyamwera), transmiten el virus por picadura a roedores. En 
el mosquito, como ya se ha citado anteriormente, la infección no produce 
enfermedad y se mantiene de forma persistente, transmitiéndose vía transovárica a la 
descendencia de una hembra de mosquito infectada. Además, el mosquito también 
puede ser infectado al picar a un roedor previamente infectado y también, menos 
























En cuanto a los virus de la familia más peligrosos por causar enfermedades 
graves en los seres humanos son: serogrupo California (Bunyavirus), virus de la 
Fiebre del Valle del Rift (VFVR) (Phlebovirus), Hantaan virus (VHTN) 
(Hantavirus), el virus de La Crosse y el virus de fiebres hemorrágicas de Congo-
Crimea (VHCC) (Nairovirus) (Nichols, 2001) (Tabla I-1). Estos virus causan 
encefalitis o fiebres hemorrágicas por lo que tienen importancia en salud pública 
(Bouloy, 2009). Las fiebres hemorrágicas están relacionadas con incremento de la 
permeabilidad del endotelio por rotura de vasos sanguíneos. Aunque la mortalidad en 
humanos del VFVR no superaba el 2%, en los últimos estudios parece estar 
incrementándose hasta un 35% (LaBeaud y cols., 2008). En relación a vacunas, el 
primer intento de vacuna contra el VFVR desarrollada por Smithburn y cols., en 
1949, no fue totalmente efectiva. Actualmente se están realizando estudios con dos 
posibles candidatas a vacunas basadas en las glicoproteínas Gn y Gc utilizando 
Drosophila como sistema de expresión (de Boer y cols., 2010). El receptor celular 
con el que interaccionan los virus de la familia no se ha identificado, pero se ha visto 
que algunos Hantavirus interaccionan con las integrinas β3 y β1 para su entrada en 
las células endoteliales (Gavrilovskaya y cols., 1999). Con la excepción del virus de 
la fiebre amarilla, no existen vacunas o tratamientos eficaces contra los Arbovirus 
que producen enfermedades (López-Montero y Risco, 2011). 
Durante las pasadas décadas, han ocurrido importantes episodios en Egipto, 
África Oriental, Kenya, Tanzania y Madagascar en relación al virus de la Fiebre del 
Valle del Rift, virus que llegó hasta Yemen y Arabia Saudita en el año 2000 
(Swaneped y Coetzer, 2004). De hecho, la zoonosis provocada por este virus es 
capaz de causar las mayores epidemias entre ganado y humanos, no sólo en las 
regiones endémicas del vector (Morrill y McClain, 1996). Por todo ello, en los 
últimos años existe un interés en aumento por el estudio de los Bunyavirus y de su 
virulencia, biología molecular y epidemiología (Bouloy, 2009; Elliot, 2009). 
En relación a la entrada de los virus en la célula infectada, en los géneros 
Phlebovirus y Nairovirus ocurre en vacuolas fagocíticas después de la adsorción 
viral en la membrana plasmática y su reconocimiento por el receptor (Rwambo y 
cols., 1996). En Hantavirus se ha demostrado la importancia de la ruta endocítica y 
de los compartimentos acídicos para que el virus sea realmente infectivo. Este hecho 
se ha comprobado al inhibir la infección viral después de tratar las células con 
cloruro amónico que impide la acidificación de los lisosomas (Hacker y Hardy, 
1997). Los Hantavirus entran en la célula por vesículas rodeadas de clatrina, 
transferidas a endosomas tempranos, para ser transportados después a los lisosomas 
(Jin y cols., 2002). Así, el bajo pH de las vesículas en las que se encontraría el virus 
provocaría un cambio conformacional en las glicoproteínas, que facilitaría la fusión 
de las membranas viral y celular, liberando el genoma viral y permitiendo el acceso 
de las ribonucleoproteínas a las membranas de Golgi (Gonzalez-Scarano y cols., 














Tabla I-1: Géneros de la familia Bunyaviridae que infectan a animales y humanos. El género 
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Fiebres hemorrágicas con 
fallo renal, edema pulmonar 
y aumento de capilaridad en 
los pulmones. 
 
Virus Dobrava Enfermedad renal 
Dolores musculares, fiebre, 
migraña, tos, náusea ó 







Fiebre, dolores musculares, 
tos y dolor de cabeza. 
Pulmones con líquido. 
Virus Seúl 
(VSEO) Enfermedad renal 
Nefritis, fiebre, sangre en 





El género Orthobunyavirus está constituido por virus de ARN de cadena 
sencilla trisegmentado y polaridad negativa. Son causantes de enfermedades tanto 
benignas como severas en humanos (Yandoko y cols., 2007). Dentro de este mismo 
género existen patógenos que afectan a animales y a humanos, como es el caso del 
virus La Crosse (VLAC), transmitido principalmente, por el mosquito Aedes 
triseriatus provocando encefalitis pediátrica severa (Nasci y cols., 2000; Blair y 
cols., 2000). Aproximadamente el 10% de los niños con síntomas clínicos 
desarrollan defectos cognitivos y de comportamiento a largo plazo (McJunkin y 
cols., 2001). Otro virus perteneciente a este mismo género causante de una zoonosis 
similar a la del Dengue, es el virus Oropouche (VORO) transmitido por la picadura 
de mosquitos Culicoides paraensis (Bennett y cols., 2008) y Aedes albopictus. 
Tradicionalmente la distribución del virus VORO se concentraba en regiones 
amazónicas, del Caribe y Panamá y fue descrito por primera vez en Brasil en 1960 
(Anderson y cols., 1961). Las infecciones del virus del Valle de Caché (en 
Norteamérica) y del virus Aino (en África, Asia y Australia) producen 
deformaciones en el feto y abortos en el ganado vacuno y ovino. En regiones menos 
cálidas como Alemania, Italia, la antigua Yugoslavia, la República Checa y en la 
región de Moravia, el 20% de los pacientes hospitalizados con enfermedades febriles 
han sido infectados por el Bunyavirus Tahyna (VTAH) (Elliott, 1997). Se ha 
detectado recientemente la presencia del virus de fiebres hemorrágicas de Congo-
Crimea en regiones del Sudeste de Rusia, Grecia y Turquía (Maltezou y Papa, 2010). 
Los virus Maguari, Guaroa y Valle de Caché, pertenecen al mismo género 
que el virus Bunyamwera. Recientemente el virus Ngari se ha identificado como un 
recombinante del VBUN, que posee el segmento M del virus Batai. El virus Ngari 
está asociado a casos de fiebres hemorrágicas en Somalia y Kenia junto a un brote de 
enfermedades febriles en Sudán (Briese y cols., 2006). 
La mayoría de los virus que pertenecen a este género están recogidos en 
dieciocho serogrupos detectados por pruebas serológicas con anticuerpos (contra la 
proteína N), hemaglutinación y neutralización de las glicoproteínas mediante 
anticuerpos (Nichol y cols., 2005). Los dieciochos serogrupos son Anopheles A., 
Anopheles B., Bakau, Bunyamwera, Bwamba, group C, Capim, California, Gamboa, 
Guama, Koongol, Minatitlan, Nyando, Olifanstlei, Patois, Simbu, Tete y Turlock 
(Nichol, 2001). 
 
3. Virus Bunyamwera. 
 
En 1943 durante un estudio de fiebre amarilla se aisló por primera vez el 
virus Bunyamwera (VBUN), a partir de mosquitos del género Aedes (Smithburn y 
cols., 1946). Miembro de la familia Bunyaviridae, el VBUN pertenece al género 
Orthobunyavirus. El VBUN es el prototipo de los Bunyavirus y del género 
Orthonbunyavirus (Eifan y Elliot, 2009). El VBUN presenta un gran número de 
serotipos y variantes (virus Batai; virus de Valle Escondido; virus Calovo; virus 
Chittoor). Su distribución está directamente relacionada con la distribución del 
mosquito-vector (Newton y cols., 1980). 
El VBUN no produce ningún efecto citopático en el mosquito, en el que 
causa infección persistente. En humanos, el VBUN no genera ninguna enfermedad 
grave, produciendo únicamente leves febrículas, aunque virus de la misma familia sí 
son patógenos importantes (Sidwell y Smee, 2003). Preferentemente, aunque no 
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exclusivamente, el vector de VBUN es el mosquito-tigre (Aedes albopictus). 
Recientemente se han aislado del mosquito Aedes trivittatus (Coquillet), virus 
pertenecientes al serogrupo Bunyamwera, como es el caso del virus Potosí (VPOT), 
detectado en el estado de Nueva York (Ngo y cols., 2006). También en el estado de 
Nueva York se ha detectado la presencia del mosquito-tigre. Además el género 
Anopheles se considera vector del virus VBUN (Calisher, 1988). En la especie 
Anopheles claviger, se ha aislado virus que podrían pertenecer al grupo Bunyamwera 
(Traavik y cols., 1985). La información en relación a la infección del VBUN en 
células de mosquito en cultivo es escasa (López-Montero y Risco, 2011; Newton y 
cols., 1981; Tesh y Gubler, 1975). Una de las diferencias más importantes entre la 
replicación del VBUN en células de mamífero y de mosquito son los altos niveles de 
proteínas virales, así como su acumulación en células de mamífero y la alta 
eficiencia de producción de virus infecciosos en células de mosquito. Cuando se 
infectan células de mosquito derivadas de A.albopictus, las células sufren tres 
diferentes estados que involucran cambios significativos en la forma celular y que 
resultan en el control de la infección por parte de las células cuando se alcanza la 
fase de persistencia (López-Montero y Risco, 2011). 
Una vez que los vectores se establecen en una zona, la aparición de los 
Arbovirus que transmiten los virus es cuestión de tiempo (Mckenzie y cols, 2004). 
En la Figura I-2 se detalla por regiones geográficas la distribución del mosquito-tigre 
























Figura I-2. Distribución del mosquito tigre en Europa (2009). Datos proporcionados por el 
©European Centre for Disease Prevention and Control, 2009.  
 
3.1. Morfología del VBUN. 
 
Los viriones del VBUN son esféricos de 80-120 nm de diámetro (ver Figura 
I-3). Presentan una envuelta procedente del aparato de Golgi donde se produce la 
maduración del virus. En esta envuelta se insertan las glicoproteínas Gc y Gn (Novoa 
y cols., 2005b).  
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Estudios de microscopía electrónica demostraron que el virión maduro del 
VBUN podría tener simetría icosaédrica (Novoa y cols., 2005b). Recientes estudios 
por criomicroscopía electrónica del virus de la Fiebre del Valle del Rift, (Huiskonen 
y cols., 2009; Sherman y cols., 2009) y estudios por tinción negativa con el virus 
Uukuniemi, revelaron que los Bunyavirus tienen geometría icosaédrica (Overby y 
cols., 2008). 
 
Figura I-3. Estructura de Bunyavirus. (A) La partícula viral es esférica y tiene un diámetro de 
unos 80-120 nm aproximadamente. En la envuelta viral se insertan las glicoproteínas Gc y Gn 
formando los “spikes”. En el interior se encuentran los tres segmentos de ARN monocatenario de 
polaridad negativa, L, M y S que codifican para las distintas proteínas virales. Asociadas al ARN están, 
la polimerasa viral (L) y la nucleocápsida (N), formando las ribonucleoproteínas (RNP). Modificado de 
http://www.expasy.ch/viralzone/all_by_species/82.html. (B) Micrografía electrónica de una sección de 
VBUN maduro liberado de células BHK-21 infectadas a 10 hpi (Salanueva y cols., 2003). Barra 100 
nm. 
 
3.2. Genoma y proteínas. 
 
Los tres segmentos del genoma ARN se denominan L (“large”), M 
(“medium”) y S (“small”) (Figura I-4). Las secuencias de cada uno de los extremos 
5´ y 3´, respectivamente, están conservadas y son idénticas para cada uno de los 
segmentos en todas las especies del mismo género. Los segmentos son de 6,8 kb, 4,4 
kb y 0,9 kb, organizándose de forma circular debido a la complementariedad de los 
extremos 5´ y 3´, lo que hace que puedan superponerse las secuencias y generar 
estructuras circulares cerradas de forma no covalente, de tipo “mango de sartén” 
(“pan-handle”) (Schmaljohn y Hooper, 2001). El ARNm complementario al 
segmento L codifica para la proteína L, que es la ARN polimerasa. El mensajero 
complementario al segmento M codifica para una poliproteína 3´Gn-NSm-Gc 5´, que 
tras un proceso de proteolisis da lugar a las dos glicoproteínas Gc y Gn y a la 
proteína no estructural NSm. Las glicoproteínas de VBUN forman proyecciones o 
“spikes” sobre la superficie de la envuelta viral (Shi y cols., 2007).  
En el género Orthobunyavirus, el segmento S tiene dos pautas abiertas de 
lectura (ORFs, del inglés “open reading frame”) solapantes en el ARNc que dan 
lugar a la proteína N y a la proteína no estructural NSs a partir de los codones de 
iniciación de cada una de las ORFs (Bishop y cols., 1983).  
En el virión maduro aparecen las cuatro proteínas estructurales: 
nucleocápsida (N), polimerasa viral (L) y dos glicoproteínas (Gc y Gn) (Schmaljohn 
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y Hooper, 2001). Las proteínas no estructurales NSm y NSs, no se incorporan en el 
virión maduro. 
La proteína no estructural NSs, es un factor de virulencia de 
aproximadamente 11 kDa (Elliot, 1990), que detiene la síntesis de proteínas e inhibe 
la producción de interferón (Shi y cols., 2002; Bridgen y cols., 2001). NSs inhibe la 
fosforilación del dominio carboxilo terminal del complejo de la ARN polimerasa II 
celular, produciendo una reducción de la síntesis del ARNm, y por lo tanto de las 
proteínas celulares en células de mamífero pero no en las de mosquito (Kohl y cols., 
2003; Bridgen y cols., 2001). NSs se ha encontrado en el núcleo celular, donde forma 
unas estructuras fibrosas en el caso del phlebovivurs Sin Nombre (Weber y cols., 
2001), aunque predominantemente suele aparecer en el citoplasma (Bridgen y cols., 
2001; Weber y cols., 2001). Incluso dentro del mismo género Orthobunyavirus, la 
proteína NSs presenta una gran variación en la secuencia si es comparada con la 
proteína N (Dunn y cols., 1994). En el género Hantavirus se ha demostrado que NSs 
puede estar relacionada con procesos de apoptosis (Kohl y cols., 2003).  
 
Figura I-4. Genoma del virus VBUN: El genoma del VBUN está compuesto por tres segmentos de 
ARN de cadena sencilla y polaridad negativa. El segmento S (0,9 kb) codifica para la proteína de la 
nucleocápsida, N y para la proteína no estructural NSs, el segmento M (4,4 kb) para las glicoproteínas 
virales, Gn y Gc, y para la proteína NSm. El segmento L (6,8 kb) codifica para la polimerasa viral, L. 
Modificado de http://www.expasy.ch/ viralzone/all_by_species/82.html. 
 
NSm es una proteína de andamiaje no presente en los virus maduros (Fontana 
y cols., 2008), se acumula en el aparato de Golgi y está relacionada con la 
morfogénesis viral (Fontana y cols., 2008; Shi y cols., 2006). Su tamaño molecular 
es de 18 kDa (Elliot y cols., 1990). Mediante estudios de delección parcial, se ha 
confirmado que el dominio N-ternimal de NSm es necesario para la morfogénesis 
viral (Shi y cols., 2006). NSm posee tres dominios transmembrana (Nakitare y 
Elliott, 1993). Estudios realizados en nuestro laboratorio mostraron que NSm se 
encuentra en los tubos virales, nuevas estructuras de origen viral, consistentes en 
elementos tubulares con un dominio tubular en un extremo y a menudo conectados 
con mitocondrias y sáculos de RER. Los tubos virales se ensamblan en el aparato de 
Golgi y contienen los complejos replicativos del virus en el dominio globular 
(Fontana y cols., 2008; Novoa y cols., 2005a). Se observó que los tubos virales 
contienen también intermediarios de ensamblaje viral actuando además, en la 
comunicación entre los orgánulos de la factoría del VBUN. Previamente, Salanueva 
y cols., 2003, observaron el ensamblaje en el Golgi de estos tubos que aparecían a 
tiempos tempranos de la infección y en cantidades relativamente fijas de 2 ó 3 por 
cisterna y marcados con anticuerpo anti-VBUN. Más recientemente, Fontana y cols., 
2008, demostraron por análisis de secciones seriadas de toda la célula infectada, que 
los tubos virales son más abundantes (más de 50 en muchas células). 
Inmunomarcajes in situ y MET demostraron que NSm se localiza tanto en los 
dominios globulares (asociados al Golgi) como tubulares (abiertos al citosol) de los 
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tubos virales (Fontana y cols., 2008). Se detectó NSm en las membranas de Golgi 
cuando los nuevos virus se ensamblan (Fontana y cols., 2008). Estudios de 
inmunoprecipitación demostraron que NSm interacciona con la proteína N y con las 
glicoproteínas virales en células infectadas (Shi y cols., 2006). Datos recientes de 
nuestro laboratorio sugieren que NSm podría actuar como una proteína de andamiaje, 
facilitando la unión de las ribonucleoproteínas a los dominios citosólicos de las 
glicoproteínas virales Gc y Gn en las membranas del Golgi (Fontana y cols., 2008). 
Mediante análisis de secuencia, se ha demostrado la presencia de cuatro 
dominios conservados en las polimerasas de la familia Bunyaviridae (Jonsson y 
Schmaljohn, 2001). La proteína L, de 250 kDa (Elliot, 1990) cataliza la iniciación, 
elongación y terminación de la síntesis de ARN y participa en el mecanismo de “cap-
snatching”, es decir, secuestra los cebadores celulares con estructura “cap” en su 
extremo 5´, que son necesarios para la transcripción (Jin y Elliott, 1993). La proteína 
L es la encargada de realizar funciones como replicasa y transcriptasa viral (Jin y 
Elliott, 1992). La polimerasa L realiza también las funciones de transcriptasa, 
endonucleasa, replicasa y probablemente de helicasa necesarias para la síntesis del 
ARNm viral y para la síntesis del ARN viral sin iniciador a partir del ARN 
complementario. 
Las glicoproteínas Gc y Gn son glicoproteínas transmembrana tipo I (Shi y 
cols., 2004) cuyo precursor polipeptídico experimenta un procesamiento proteolítico 
cotraduccional (Elliott y cols., 1991; Elliott, 1990). El tamaño molecular de Gn es de 
32 kDa y de Gc, 110 kDa (Pollitt y cols., 2005). Ambas proteínas Gc y Gn están 
precedidas por un péptido señal, por lo que seguramente la proteólisis de la 
poliproteína precursora la realice una proteína celular (Fazakerley y Ross, 1989). 
Tanto Gc como Gn se acumulan en el aparato de Golgi de células infectadas, 
localizando así el lugar de ensamblaje (Salanueva y cols., 2003; Lappin y cols., 1994; 
Nakitare y Elliot, 1993). Además ambas glicoproteínas son modificadas por la 
adición de oligosacáridos que se unen a asparaginas en sus formas maduras (Nichol y 
cols., 2005), (Pesonen y cols., 1982). La glicosilación de estas proteínas también está 
relacionada con la maduración del virus en el Golgi (Novoa y cols., 2005b). Tanto 
Gc como Gn poseen tres sitios potenciales de glicosilación (Shi y cols., 2005). Está 
aceptado que tanto Gc como Gn son necesarias para la entrada del virus en la célula, 
pero poco se sabe del comportamiento individual de cada glicoproteína en los 
eventos tempranos de la infección viral (Shi y cols., 2010). Los dominios 
citoplásmicos de ambas glicoproteínas tienen un papel importante en la fusión de la 
membrana del virus con la del lisosoma durante su entrada en la célula, así como en 
el ensamblaje y morfogénesis viral (Shi y cols., 2007). Las dos glicoproteínas forman 
un heterodímero y Gn juega un papel similar al de una proteína chaperona para 
promover el plegamiento correcto de Gc y su retención en Golgi (Shi y cols., 2005, 
2004). Cuando se expresa sólo Gn, ésta localiza en Golgi, pero Gc es dependiente de 
la asociación con Gn (Shi y cols., 2004; Maddon y cols., 1986). La señal de retención 
en Golgi de Gn localiza en su dominio transmembrana (Shi y cols., 2004). La 
glicoproteína Gn está constituida por 302 residuos con una cola citoplasmática de 
unos 78 residuos, mientras que Gc tiene 957 residuos con una cola citoplasmática 
más corta de 25 residuos (Elliott, 1990). La región N-terminal de Gc es dispensable 
para la replicación viral en cultivos celulares (Shi y cols., 2009). La eliminación de la 
cola citosólica de Gn del precursor de las glicoproteínas, altera la retención y 
maduración en Golgi de Gc (Shi y cols., 2004).  
La proteína N (nucleocápsida) es una proteína multifuncional que encapsida 
los tres segmentos de ARN que forman el genoma del VBUN (Eifan y Elliot, 2009), 
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siendo ésta necesaria para la síntesis del ARN. El tamaño de la proteína N en VBUN 
es de 25 kDa (Eifan y Elliot, 2009), llegando hasta 50 kDa en otros géneros de la 
familia como Hantavirus y Nairovirus (Elliot, 2009; Nichol y cols., 2005; 
Schmaljohn y cols., 2001; Elliot, 1997). La proteína N en el VBUN forma 
multímeros en las células infectadas (Eifan y Elliot, 2009), desde dímeros hasta 
estructuras multiméricas de alto peso molecular, con una preponderancia de 
tetrámeros (Leonard y cols., 2005). Fue demostrado por Dunn y cols., 1995, que las 
secuencias terminales del genoma y del antigenoma son las que están implicadas en 
el proceso de encapsidación. La señal de encapsidación se ha localizado en los 
segmentos 5´ del genoma y del antigenoma (Osborne y Elliot, 2000). Esta proteína 
viral es la más abundante en las células infectadas y juega varios papeles importantes 
durante la replicación viral, como son proteger al ARN de la degradación e 
interaccionar con L, Gn y Gc, aunque los mecanismos de la interacción no se han 
definido (Schmaljohn y Nichol, 2007). 
 
3.3. Ciclo vital del VBUN. 
 
Las características generales del proceso de replicación y transcripción en el 
VBUN son muy similares a los de otros virus de genoma ARN sencillo y de 
polaridad negativa (Schamljohn y Nichol, 2007). La transcripción del ARN viral a 
ARN mensajero es llevada a cabo por la polimerasa L y las ribonucleoproteínas. La 
polimerasa L se concentra en los dominios globulares de los tubos virales, estructuras 
que albergan el complejo replicativo del virus (Fontana y cols., 2008). El 
intermediario para la transcripción y la replicación es un ARN encapsidado por la 
proteína N en forma de ribonucleoproteínas (Eifan y Elliot, 2009). Así los ARN 
mensajeros que no son encapsidados por la proteína N permiten el acceso de los 
ribosomas y la traducción de las proteínas (Lowen y Elliot, 2005). Las proteínas 
virales son sintetizadas rápidamente, traduciéndose los mensajeros de los segmentos 
S y L en ribosomas libres en el citoplasma, y el de M en ribosomas unidos al RER. 
Una vez sintetizadas Gc y Gn, éstas se dirigen al aparato de Golgi en ausencia de 
otras proteínas virales para generar los sitios de ensamblaje (Lappin y cols., 1994), 
aunque para un transporte eficiente es necesaria la interacción entre Gc y Gn. 
Fontana y cols., 2008, sugirieron que los tubos virales, en comunicación con el 
citosol, podrían transferir los genomas virales recién replicados y ensamblarlos como 
ribonucleoproteínas en un medio protegido de las ARNasas celulares y facilitar 
posteriormente la transferencia de las RNPs a los sitios de ensamblaje. No siempre se 
incorpora la misma cantidad de ribonucleoproteínas en la partícula viral, lo que 
podría ser una posible explicación a las diferencias de tamaño observadas en los 
viriones por microscopía electrónica (Novoa y cols., 2005b). En el interior de los 
tubos, la actina y la miosina facilitarían el transporte de las RNPs hacia el citoplasma 
(Fontana y cols., 2008), donde interaccionarían con las colas citoplasmásticas de las 
glicoproteínas Gc y Gn. Los miembros de la familia Bunyaviridae adquieren la 
envuelta por “budding” en membranas del aparato de Golgi (Andersson y Petterson, 
1998; Petterson y cols., 1996; Elliot, 1990). Los viriones son transportados hacia la 
membrana plasmática en vesículas de la ruta secretora (Schmaljohn y Hooper, 2001) 
y son secretados al medio extracelular (Figura RI-5). 
Las membranas virales que contienen las glicoproteínas de la mayoría de los 
virus con envuelta se fusionan con las membranas celulares para liberar el genoma 
viral y poder así comenzar la replicación en el citoplasma celular (Harrison y cols., 
2008, 2005; Pelchen-Matthews y Marsh, 2007). Los Bunyavirus se unen a la célula 
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hospedadora por medio de receptores específicos que no se han identificado aún. Se 
sabe que la proteolización de Gc y no de Gn favorece la unión entre el virus y las 
células de insecto pero no en células de mamífero (Ludwig y cols., 1989). Esto se 
debe a que, en células de mamífero, es la glicoproteína Gc la principal proteína de 
unión, mientras que la pequeña glicoproteína Gn juega ese mismo papel en células de 
mosquito (Plassmeyer y cols., 2005). Se ha sugerido que la entrada podría ser por 
endocitosis mediada por receptor, y es probable que el desensamblaje se produzca 
tras la acidificación del endosoma, mediante fusión de la membrana viral y 
endosomal, con la consiguiente liberación de las nucleocápsidas al citoplasma, como 

















Figura I-5. Liberación de VBUN de células BHK-21 infectadas a 10 hpi. (mi) Mitocondria. 
Micrografía electrónica procedente de regiones basales de células BHK-21 infectadas, donde se 
observan los virus ya liberados al medio extracelular (flechas negras), caveolas (punta de flechas 
negras) y filamentos extracelulares (flecha blanca) (Fontana, López-Montero y Risco, 2007). Barra 
300 nm. 
 
La morfogénesis de VBUN tiene dos etapas de maduración; la primera ocurre 
dentro de las cisternas del aparato de Golgi y en una segunda etapa, en la que los 
virus sufren un cambio estructural de las glicoproteínas que da lugar a virus 
completamente infectivos (Novoa y cols., 2005b). Para la primera parte de la 
maduración se requiere un trans-Golgi funcional, como se demostró cuando la 
infección se realizó en presencia de drogas que alteran reversiblemente el 
subcompartimento trans-Golgi (Salanueva y cols., 2003) y utilizando líneas celulares 
deficientes en diversas etapas de glicosilación (Novoa y cols., 2005b). Además, el 
último paso de la glicosilación (adición de ácido siálico) ocurre en el trans-Golgi 
(Helenius y Aebi, 2001). En la factoría viral, el VBUN se replica e inicia el proceso 
de ensamblaje, construyendo dos intermediarios (virus intracelulares tipo I y tipo II) 
para dar lugar al virus maduro (Novoa y cols., 2005b). Las tres formas virales tienen 
una composición idéntica a nivel de proteínas. Los virus tipo I se transforman en 
virus más compactos y densos denominados virus intracelulares tipo II como 
consecuencia de la glicosilación en el trans-Golgi (Novoa y cols., 2005b). 
Modificaciones post-traduccionales identificadas en las proteínas estructurales de los 
Bunyavirus incluyen palmitoilación y procesamiento de las cadenas de azúcares de 
ambas glicoproteínas (Schmaljohn y Hooper, 2001). No se han descrito procesos 
proteolíticos, fosforilaciones o sulfatación en ninguna proteína estructural del 
VBUN. Las modificaciones moleculares con el transporte de precursores virales 
hacia regiones del trans-Golgi, en particular de la adquisición de la resistencia  
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Endo-H en las glicoproteínas virales, desencadenan una transformación estructural 
formando las partículas pre-infectivas, listas para salir de la célula, momento en el 
que pasan a ser partículas totalmente infectivas (Novoa y cols., 2005b). La N-
glicosidación en las glicoproteínas virales es importante no sólo para un correcto 
plegamiento de las proteínas sino también, para una correcta función biológica 
(Spiro, 2002). Novoa y cols., 2005b, observaron cambios en la envuelta de VBUN 
sugiriendo que la maduración debía ser conducida por interacciones laterales entre 
las glicoproteínas Gc y Gn. 
En los cortes orientados de monocapas de células BHK-21 infectadas 
siguiendo el protocolo descrito por Fontana, López-Montero y Risco, 2007, se 
observó la liberación de los virus maduros en zonas basales, coincidiendo con la 
aparición de estructuras membranosas complejas no descritas en la Bibliografía. En 
la Figura I-6 se representa la similitud en el diseño estructural entre las estructuras 
membranosas visualizadas en células BHK-21 infectadas por el VBUN y las 
almohadillas membranosas que forman parte del pie de los gecos a nivel 
microscópico. Las dimensiones a nivel micrométrico y nanométrico de las 
subdivisiones de las lamelas son equiparables a las lamelas que forman la estructura 
membranosa visualizada en los cortes estudiados por MET.  
Las complejas estructuras membranosas detectadas en células infectadas son 
por tanto, similares a las terminaciones de las espátulas de los gecos, tanto en diseño 
morfológico como en dimensiones a nivel nanométrico. 
Figura I-6. Examen macro-microscópico del pie del Tockay gecko (Gekko gecko) y 
comparación con las estructuras multilamelares encontradas en monocapas de células BHK-21 
infectadas con el virus VBUN y visualizadas por microscopía electrónica de transmisión. (A) y 
(B) Vista ventral de los pies y las almohadillas del Tockay gecko. (C), (D) y (E) Estructuras 
multilamelares detectadas en regiones basales de células BHK-21 infectadas con VBUN. (F) Esquema 
modificado de Kim y Bhushan, 2007, que resume el estudio macro-microscópico de las distintos 
componentes que forman la estructura del pie del geco. Cada dedo del pie del Tockay gecko está 
constituido por almohadillas con un área total de 200 mm2. Las almohadillas se subdividen en tres 
niveles: nivel seta (30-130 μm de longitud y 5-10 μm de diámetro), nivel medio o de ramificación (20-
30 μm de longitud y 1-2 μm de diámetro) y nivel de espátula (0,5 μm de longitud, 0,2-0,3 μm de 
diámetro y 0,01 µm de espaciado, aproximadamente.). En este último nivel, las estructuras 
membranosas son similares en diseño y dimensiones a las de los pies del Tockay gecko. Barras en (C), 




 En células de ratón, se ha demostrado que NSs inhibe la fosforilación del 
dominio carboxilo terminal de la ARN polimerasa celular tipo II, dificultando la 
síntesis de proteínas de origen celular (Kohl y cols., 2006). En el virus VLAC, muy 
similar al VBUN, NSs inhibe la traducción celular y activa las caspasas celulares que 
provocan la apoptosis celular (Shi, 2002). En el VFVR, NSs interacciona con la 
proteína celular SAP30. SAP30 pertenece al complejo represor Sin3A/NCoR/HDAC 
que interviene en la regulación de la transcripción (Le May y cols., 2008). El VLAC 
induce apoptosis en células BHK-21 y en una línea celular neuronal (Borucki y cols., 
1999). Se conoce poco acerca del mecanismo y de las moléculas involucradas en la 
inducción de apoptosis durante la infección del virus VBUN pero lo que sí se ha 
descubierto es que los niveles de proteína antiapoptótica Bcl-2 parecen descender en 
células infectadas por VHTN (Kang y cols., 1999). 
Estudios más recientes, también utilizando Hantavirus, han revelado que el 
movimiento de la proteína N depende de la red de microtúbulos de la célula, incluso 
que la rotura de los haces de microtúbulos provoca una disminución en el ARN viral 
(Ramanathan y cols., 2007). En el caso del VLAC, se ha observado que la 
replicación viral es inhibida por la proteína citosólica MxA, al formarse complejos 
con la proteína N (Kochs y cols., 2002). MxA es una GTPasa inducida por 
interferón, de la familia de la dinamina relacionada con numerosos procesos de 
transporte intracelular (Kochs y cols., 2002), y la homeostasis de los orgánulos 
(Haller y cols., 2007). En la infección del VLAC, MxA interacciona con la proteína 
N (Kochs y cols., 2002). Estudios recientes han mostrado la aparición de complejos 
formados por la nucleocápsida N y la proteína MxA en células humanas infectadas 
con Bunyavirus. La unión de MxA con N, que localiza en complejos citoplásmicos 
perinucleares asociados a membranas, inhibiría la replicación viral impidiendo la 
participación de N en la misma (Kochs y cols., 2002) 
 
4. Factorías virales. 
 
Las factorías virales son grandes estructuras construidas por componentes 
celulares y virales, donde los virus insertan los complejos macromoleculares 
necesarios para la replicación del genoma y la morfogénesis de nuevas partículas 
virales. Son, probablemente, el ejemplo más extremo de manipulación de la 
organización celular por parte de los virus. Se trata de estructuras tempranas en la 
infección que dramáticamente alteran zonas extensas de las células infectadas e 
inducen cambios en la composición y en la organización de componentes celulares 
utilizados por el virus (Novoa y cols., 2005a). Las factorías virales proporcionan una 
plataforma física para concentrar los factores necesarios para la síntesis de los 
nuevos genomas virales y las proteínas necesarias para el ensamblaje, favoreciendo 
la eficacia de los procesos. Las factorías virales varían en tamaño y número durante 
el transcurso de la infección (Eichwald y cols., 2004). 
Existe un considerable interés en comprender cómo los virus provocan 
profundos cambios en la organización celular para construir las factorías. Los virus 
necesitan proteínas celulares para su propia replicación, siendo aquéllas 
transportadas específicamente hasta las factorías virales (Netherton y cols., 2007). La 
asociación a membranas ofrecería un soporte al que anclar el complejo replicativo de 
manera que fijaría la replicación del ARN a un espacio concreto, incrementándose la 
concentración de los componentes necesarios y favoreciendo la protección frente a la 
reacción de las defensas del huésped ocultando el ARN de doble cadena 
intermediario de la replicación. Otra ventaja propuesta sería que las membranas a las 
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que se ancla el complejo replicativo proveerían ciertos lípidos necesarios para la 
replicación (Miller y Krijnse-Locker, 2008).  
Una de las factorías virales mejor caracterizadas son las generadas por 
algunos virus ADN, como son los Pox-, Irido- y Asfarvirus, que emplean el 
mecanismo de defensa celular, conocido como la formación de agresomas, para 
concentrar los componentes necesarios para la replicación y morfogénesis viral. Los 
agresomas son una respuesta celular para acumular agregados de proteínas que han 
perdido su conformación nativa en regiones perinucleares (Johntson y cols, 1988). 
Son inclusiones proteícas que dependen de los microtúbulos situadas próximas al 
centro organizador central de microtúbulos (Netherton y cols, 2007). Los agresomas 
están envueltos en cajas de vimentina y contienen dineína, chaperonas y 
componentes del proteosoma (Wang y cols, 2009). Utilizando este mecanismos, 
algunos virus ADN ensamblan su factoría en el citoplasma de la célula infectada 
(Wileman, 2006; Heath y cols., 2001). La vimentina, junto a otras proteínas del 
citoesqueleto como tubulina y actina, han sido estudiadas en la infección del virus 
vaccinia en células HeLa, siendo detectadas en zonas de la factoría viral (regiones 
perinucleares) formando cajas de vimentina. También se ha detectado vimentina en 
los virus inmaduros del VV (Risco y cols., 2002). En las infecciones de virus ADN y 
ARN como el virus Rana-3, (Murti y cols., 1988; Chen y cols., 1986), el virus Junin 
(Cordo y Candurra, 2003), virus Theiler (Nédellec y cols., 1998) y el VIH (Lake y 
cols., 2003), la vimentina juega un importante papel en el ciclo vital y en el 
ensamblaje viral. 
Entre las factorías virales descritas para virus ARN, encontramos las de los 
Bunyavirus (Novoa y cols., 2005a), Rhabdovirus (Netherton y cols., 2007), 
Orthoreovirus (Sharpe y cols., 1982), Rotavirus (Altenburg y cols., 1980) y 
Togavirus (Fontana y cols., 2010). Por otro lado, aunque existen modificaciones de 
las membranas celulares durante la infección por Arenavirus, no está claro que éstas 
sean verdaderas factorías virales (Netherton y cols., 2007).  
La factoría viral que genera el virus VBUN se encuentra en una zona 
perinuclear donde se produce un reclutamiento de mitocondrias y de retículo 
endoplasmático alrededor del aparato de Golgi (Novoa y cols., 2005a), lugar donde 
ocurre la replicación y el ensamblaje de este virus (Fontana y cols., 2008). En la 




































Figura I-7. Factoría viral de VBUN. En (A) actina (verde), marcador de la región trans-Golgi, 
WGA (rojo) y núcleos con DAPI (azul). (A) Células BHK-21 infectadas a 10 hpi. Visualización de 
factoría viral de VBUN por microscopía confocal (Fontana y cols., 2008). (B) Micrografía electrónica 
de transmisión de una sección ultrafina procedente de una célula BHK-21 infectada a 8 hpi, mostrando 
alrededor del núcleo (N) la factoría viral del VBUN. En la factoría viral se pueden observar 
reclutamiento de mitocondrias (mi) y cisternas de Golgi y sáculos de RER (flechas) (Novoa y cols., 
2005b). (C) Modelo funcional de los tubos virales integrados en la factoría (Fontana y cols., 2008). 
Los tubos virales ensamblan en asociación con las membranas de Golgi utilizando actina endógena y 
NSm polimerizada para el andamiaje de la propia estructura. Los tubos contactan con los sáculos de 
RER y con mitocondrias (mi) que proporcionan factores celulares necesarios para la replicación y el 
ensamblaje. La polimerasa L se concentra en el dominio globular. Una vez replicado el ARN viral 
(paso 1), el ARN interacciona con las moléculas de la nucleocápsida N. La proteína N entra en los 
tubos por las zonas abiertas al citosol. Con la ayuda de proteínas como actina y miosina, las RNPs 
viajan hacia el citoplasma (paso 2), donde contactan con los dominios citosólicos de las glicoproteínas 
(Gc/Gn) concentradas en las membranas de Golgi. El proceso de envolvimiento o “budding” (paso 3) 
da lugar las nuevas partículas virales que incorporan ciertas cantidades de la proteína NSm y actina. 
Una vez que las partículas virales inmaduras están ensambladas están listas para la maduración y la 
secreción (paso 4) (Fontana y cols., 2008). Barra (B) 1 µm. 
 
5. Liberación de virus en cultivos celulares. 
 
Las células epiteliales pertenecientes al sistema respiratorio y al tracto 
gastrointestinal son en muchas ocasiones la primera barrera de protección contra las 
infecciones virales. La membrana plasmática de estas células está dividida en dos 
regiones claramente diferenciadas en cuanto a función y organización, la apical y la 
basolateral (Rodriguez-Boulan y cols., 1992). La organización polarizada de las 
células epiteliales tiene importantes consecuencias en la patogénesis (Compans y 
Herrer, 1998). Después del proceso de replicación viral, algunos virus que infectan 
las células epiteliales preferentemente, son liberados por la superficie apical, 
favoreciendo así el establecimiento de una infección localizada. La mayoría de los 
virus que provocan infecciones respiratorias, como el virus influenza, parainfluencia, 
rhinovirus o el virus respiratorio sincital se comportan de esta manera (Zimmer y 
cols., 2002). En cambio, los virus que son liberados por regiones basolaterales 
encuentran acceso al interior de los tejidos y al sistema sanguíneo, facilitando el 
desarrollo de una infección sistémica (Rai y cols., 1997). Los virus pertenecientes a 
esta categoría son el virus de la estomatitis vesicular, el virus del bosque Semliki, el 
virus VV y algunos Retrovirus, como el virus de inmunodeficiencia humana tipo 1, 
VIH-1, (Zimmer y cols., 2002). La liberación de virus que ensamblan en la 
membrana plasmática y la liberación polarizada es consecuencia del transporte 
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direccional de proteínas virales de membrana a zonas específicas de la superficie de 
la célula (Blau y Compans, 1995). 
En muchos virus con envuelta liberados por células epiteliales se ha visto que 
las glicoproteínas virales se localizan en el dominio de membrana plasmática por 
donde son liberados (Owens y Compans, 1989). En el caso del virus causante de la 
estomatitis vesicular, miembro de la familia Rhabodiviridae, la liberación basolateral 
coincide con la localización, también basolateral de su única proteína de superficie, 
la glicoproteína G (Fuller y cols., 1984). 
Los virus con envuelta deben atravesar la membrana plasmática de la célula 
huésped dos veces durante su ciclo vital: inicialmente durante la entrada del virus y 
otra vez cuando se liberan las nuevas partículas. La entrada normalmente se produce 
por fusión de las membranas, bien directamente en la membrana plasmática seguida 
de un proceso de invaginación al interior de la célula, o bien en endosomas de pH 
bajo después de la endocitosis de los virus (Freed, 2004b). También en la liberación 
de Retrovirus, Paramyxovirus, Orthomyxovirus y Filovirus es común que exista una 
aparente asociación entre las proteínas virales estructurales y microdominios de la 
membrana plasmática denominados ondas de membrana o “lipid rafts”. El papel que 
pueden desempeñar estos dominios sería facilitar el ensamblaje viral y la liberación 
(Freed, 2004b). Recientemente se ha descubierto que en Coronavirus (virus con 
envuelta de genoma ARN de polaridad positiva) de ratón, la entrada de los virus 
requieren ondas de membrana que no son necesarias para la salida (Choi y cols., 
2005). Otro Coronavirus, el virus de la gastroenteritis porcina transmisible, es 
secretado por zonas apicales de células epiteliales de riñón de cerdo (Rossen y cols., 
1998). 
 Los sitios de ensamblaje de virus como el de la inmunodeficiencia humana 
tipo 1, el virus SV40 y el virus influeza se encuentran en estos “lipid rafts” (Luo y 
cols., 2008). 
En el virus de la fiebres hemorrágicas de Congo-Crimea miembro de la 
familia Bunyaviridae (género Nairovirus), su liberación y entrada ocurre en zonas 
basolaterales en células polarizadas MDCK-1 (“Madin-Darby canine kidney”) 
(Connolly-Andersen y cols., 2007). En otro miembro de la familia Bunyaviridae, el 
VFVR, la liberación de los nuevos virus ocurre tanto en regiones apicales como 
basolaterales de la membrana plasmática en células Caco-2 (células epiteliales 
derivadas de adenocarcinoma de colorrectal) (Gerrard y cols., 2002). 
 
6. Transmisión viral célula-célula. 
 
Los virus pueden diseminarse utilizando varios mecanismos. El mismo virus 
puede liberarse de regiones diferentes según el tipo de célula e incluso pueden 
insertar su genoma en el genoma celular y transmitirse por el ciclo lisogénico sin 
producir descendencia de nuevos virus. No está totalmente caracterizado el 
mecanismo de la propagación de virus entre células epiteliales de las mucosas del 
aparato respiratorio, digestivo y excretor (Burckhardt y Greber, 2009).  
Existen virus que se transmiten por sinapsis virales, como es el VIH-1. Estas 
sinapsis virales son uniones establecidas entre la membrana plasmática de la célula 
infectada y la de la célula que va a ser infectada (Vasiliver-Shamis y cols., 2009). De 
hecho utilizando este mecanismo, la transmisión célula a célula para este virus se ha 
demostrado que es 18.000 veces más eficiente que la infección de viriones libres 
(Sowinski y cols., 2008; Chen y cols., 2007). Son las sinapsis virales y el 
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citoesqueleto de actina facilitan la entrada del virus VIH-1 en la célula receptora (Liu 
y cols., 2009; Vasiliver-Shamis y cols., 2009). 
Cuando las partículas maduras intracelulares del virus vaccinia alcanzan la 
membrana plasmática y salen de la célula, provocan la polimerización localizada de 
actina que forma una “cometa” y que transporta a los virus de una célula a otra 
(Hollinshead y cols., 2001; Rietdorf y cols., 2001). La formación de esta cometa de 
actina ocurre justo debajo de las partículas virales denominadas “virus con envuelta 
asociados a células”, (Hollinshead y cols., 2001; Rietdorf y cols., 2001; van Eijl y 
cols., 2000). La formación de cometas es dependiente de la familia de tirosina-
quinasas-Scr y de la fosforilación de la proteína de membrana A36R situada en los 
virus maduros intracelulares (Frischknecht y cols., 1999). 
Estudios recientes han demostrado que miembros de la familia Reoviridae 
como es el caso del virus de la enfermedad de lengua azul en rumiantes, (BTV del 
inglés “Blue tongue virus”), interactúa con vimentina a través de su nucleocápsida 
para la liberación de las partículas virales de la célula infectada (Bhattacharya y Roy, 
2008). 
 
7. Estructuras adhesivas en seres vivos. 
 
Gracias a los estudios de cortes orientados de monocapas de células BHK-21 
mediante MET, se observó que la liberación del VBUN ocurría principalmente en 
zonas basales de la célula. Curiosamente en estas zonas observamos la aparición de 
unas estructuras membranosas no descritas con anterioridad en la Bibliografía. La 
organización multilamelar altamente ordenada de estas estructuras y su disposición 
basal hizo pensar en una posible función relacionada con la adhesividad celular. 
 
7.1. Animales con diseños estructurales únicos de adhesividad. 
 
La habilidad de varios insectos y de los gecónidos o gecos de unirse y 
despegarse rápidamente de distintos tipos de superficies ha atraído el interés 
científico (Autumn y cols., 2002). Aunque la morfología de los dedos de los 
animales anteriormente comentados es variable, en la mayoría de los casos presentan 
pequeños pelos que cubren la superficie del pie formando almohadillas, denominadas 
setas (Kim y Bhushan, 2007). La estrategia adhesiva de los gecos reside 
precisamente en las setas, cada una de las cuales se subdivide en terminaciones 
(espátulas) de aproximadamente 200 nm de longitud. Las terminaciones de cada 
espátula presentan una longitud de 0,5 µm, 0,2-0,3µm de anchura y un espaciado 
entre ellas de 0,01 µm (Kim y Bhusan, 2007). La extraordinaria capacidad de los pies 
de los gecos motivó su estudio morfológico, en el que se ha basado el diseño de 
nuevos bio-polímeros de uso industrial (Mahdavi y cols., 2008). Diferentes especies 
de gecos presentan diferentes tamaños y estructuras de setas (Rubial y Ernst, 1965). 
El pie de un Tokay gecko o Gekko gecko contiene alrededor de 5000 setas/mm2 
(Rubial y Ernst, 1965) y puede generar una fuerza de 10 Newtons con 
aproximadamente 100 mm2 de almohadilla de sus pies. Por lo que cada seta podría 
producir una media de 20 μNewtons (Autumn y cols., 2000), fuerza vertical 
requerida para empujar al lagarto en una superficie vertical de 85º (Irschick y cols., 
1996). Cada seta en esta especie de geco aproximadamente presenta 110 nm de 
longitud y 5 nm de diámetro (Ruibal y Ernst, 1965). Utilizando setas, se genera un 
íntimo contacto con el sustrato, proporcionando suficiente fuerza de adhesión para 
poder escalar y arrastrarse en un amplio rango de superficies en la naturaleza para, 
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después, desprenderse rápidamente (Kim y Bhushan, 2007). Sin embargo, la 
adhesión de una espátula individualmente varía en función de la humedad y se 
reduce dramáticamente bajo el agua (Sun y cols., 2005), sugiriendo algún tipo de 
contribución por fuerzas de capilaridad (Lee y cols., 2007). De hecho se trata de un 
diseño único de la naturaleza en ausencia de sustancias pegajosas (Lee y cols., 2007; 
Kim y Bhushan, 2007) o fluidos para explicar la capacidad adhesiva de estos 
animales, que se basa en fuerzas físicas de Van der Waals y fuerzas capilares (Sun y 
cols., 2005). Aunque la fuerza de adhesión desarrollada por cada espátula es firme, 
también es temporal, permitiendo un rápido desprendimiento del pie del geco durante 
la locomoción (Lee y cols., 2007). Las espátulas se juntan o se separan para adherirse 
o desprenderse del sustrato. El papel de estos pelos ha sido descubierto 
recientemente. Basado en el mecanismo de contacto descrito por Johnson, Kendall y 
Roberts (JKR), teóricamente la división del área de contacto en un número de 
subdivisiones n aumenta la adhesión también en un factor n (del Campo y Arzt, 
2007). Este principio se denomina “incremento de adhesión por división de contacto” 
y parece explicar cuantitativamente por qué animales más pesados (como p.ej., 
gecos) están equipados con mayor densidad de pelos más cortos en sus patas que 
especies menos pesadas (p.ej., moscas) (Arzt y cols., 2003). Un modelo 
extraordinario de adhesión en ambientes húmedos sin desarrollar setas lo representan 
los mejillones, pudiendo escalar en superficies mojadas (Waite, 2002). Los 
mejillones segregan un tipo especial de proteínas adhesivas que contienen niveles 
altos del aminoácido 3,4-didroxi-fenilananina catecol (DOPA) (Waite y cols., 2001). 
 
8. Contacto célula-sustrato. 
 
La mayoría de las células en cultivo se adhieren fuertemente al sustrato sobre 
el que crecen a través de adhesiones focales, contactos focales o placas de adhesión 
(Popper y cols., 2007; Burridge y cols., 1988; Abercrombie y cols., 1971).  
En la Tabla I-2 se muestran distintos mecanismos de contacto de las células 






















Tabla I-2 Tipos de contactos célula-sustrato. En la primera columna se recogen los tipos de 
contactos celulares con el sustrato: Adhesiones focales, Filopodio, Lamelipodia, Podosomas e 
Invadipodia. En la segunda columna se recogen las proteínas implicadas en cada tipo de unión. En el 
resto, se recoge información sobre longitud, grosor, anchura, número por célula y función biológica. 
 
 
9. Contactos célula-célula y célula-matriz extracelular. 
 
La adhesión física de las células con la matriz extracelular (uniones tipo 
adherentes) juega un importante papel en el mantenimiento de los tejidos. Las 
uniones adherentes mejor caracterizadas son los desmosomas, hemidesmosomas y 
las uniones estrechas de las células epiteliales denominadas desmosoma en banda o 
zonula adherens (Borrmann y cols., 2000). En la Tabla I-3 se recogen los principales 
tipos de conexión entre células y sus principales características. Los desmosomas son 
estructuras de unión altamente especializadas que forman una fuerte conexión entre 
las células epiteliales y los miocitos cardíacos (Schwarz y cols., 1990). Los 
hemidesmosomas son complejos multiproteicos que sujetan las proteínas epiteliales a 










Integrinas, fimbrina, colágeno, 
laminina y vitronectina, 
(componentes de la matriz 
extracelular). Vinculina, 
talina, paxilina, α-actinina y 








 (Striker y 
cols., 
2010). 
Primeras estructuras subcelulares que 
regulan los efectos de adhesión de la matriz 
extracelular sobre el comportamiento 
celular a través de conexiones con el 
citoesqueleto de actina (Chen y cols., 
2003). Además regulan señales bioquímicas 
para diversos procesos de regulación de su 
propio ensamblaje y desensamblaje 
(Schwartz y Ginsberg, 2002; Geiger y 
Bershadsky, 2002). 
Filopodio 
Haces de actina, fimbrina 
(Hanein y cols., 1997) y 
Cdc42 (Hall, 1998). Proteínas 
de unión a actina, familia 
ENA/VASP, CD42, miosina 
X, fascina, Dia2, complejo 
Arp2/3, IRSp53, 
WASP/WAVE y rif (Matilla y 







Finas extensiones citoplasmáticas desde el 
borde de la membrana plasmática en células 
en movimiento. También están relacionados 
con la adhesividad celular y con las uniones 
adherentes (Mattila y Lappalainen, 2008).  
 
Lamelipodia 
Haces de actina dispuestos 
bidimensionalmente (Small y 
cols., 2002). N-WASP Rac y 











Movilidad celular, procesos de fagocitosis, 
desarrollo de sitios o focos de adhesión 
celular y organización de los dominios de 




Podosomas: actina, N- 
WASP, WIP, Arp2/3 o 
cortactina, tirosín-quinasas, 
PI3K, PKC y GTPasas de la 
familia Rho, Rac y Cdc42 
(Linder y Aepfelbacher, 
2003; Buccione y cols., 2004; 
Linder, 2007). Núcleo de 
actina paxilina o vinculina. 
Los microtúbulos forman 
parte del mantenimiento y 
renovación de estas 
estructuras (Linder, 2007). 
Invadipodia: Actina 
(Buccione y cols., 2004), 
cortactina y el complejo 
























Podosomas: Estructuras celulares que 
establecen íntimos contactos con la matriz 
extracelular degradando componentes de la 
propia matriz extracelular concentrando 
metaloproteasas (Gimona y cols., 2008; 
Linder, 2007).  
 
Invadipodia: Estructuras claves para la 
invasión celular, degradando componentes 
de la matriz extracelular concentrando 
metaloproteasas (Linder, 2007). 
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Tabla I-3 Uniones intercelulares de adhesión. Uniones de anclaje (Desmosomas, 
hemidesmosomas), uniones comunicantes (“gap junction”) y uniones estrechas (“tight junction”).  
 
10. Alteración de proteínas relacionadas con la adhesividad celular durante las 
infecciones virales. 
 
La adhesión celular es un requerimiento indispensable para que cada célula 
pueda organizarse tridimensionalmente en los tejidos (Gumbiner, 1996). Las 
proteínas responsables de la capacidad adherente son: 1) Glicoproteínas 
transmembranas (en contactos célula-célula, caderinas) o integrinas (contactos con la 
matriz extracelular). 2) Proteínas de matriz extracelular, largas glicoproteínas 
(colágeno) unidas fuertemente a receptores de adhesión. 3) Proteínas de la placa 
citoplasmática o periféricas de membrana, como catenina en los contactos célula-
célula (Gumbiner, 1996). 
Las infecciones virales pueden alterar la distribución intracelular de proteínas 
contráctiles. El virus del Sarcoma de Rous (VRS) cambia la distribución de actina, 
miosina y tropomiosina (Tanaka y cols., 1993). Como consecuencia, las células se 
redondean. Además estructuras adhesivas estables, como adhesiones focales y 
distintas estructuras adhesivas, como las rosetas (David-Pfeuty y Singer, 1980), 
podosomas (Tarone y cols., 1985) o contactos motiles (Sobue, 1990), se forman de 
novo. También existe reorganización de vinculina, actina α (David-Pfeuty y Singer, 
1980), y talina (Burridge y Connel, 1983). Recientemente se han descrito 
alteraciones en uniones estrechas y uniones adherentes de células epiteliales nasales 
humanas infectadas con Rhinovirus (Yeo y Jang, 2010). El VIH-1 provoca el 
reclutamiento de moléculas de adhesión y reorganización del citoesqueleto de actina 
para favorecer la infección (Perry y cols., 2005). Las integrinas son proteínas 
heterodiméricas con dominios transmembrana y citosólicos que regulan interacciones 
célula-sustrato y célula-célula (Hynes, 1992). Los Papilomavirus provocan una 













glicoproteínas transmembrana y 
citoqueratinas (una clase de 









Unen las células del epitelio a través de los 
filamentos intermedios de las células vecinas 
(Kowalczyk y cols., 1999). 
 
Hemidesmosoma 
Integrina 4α6β y haces de 
queratinas (Hopkinson y Jones, 
2000). 
En contacto con 
la lámina basal 
en células 
epiteliales. 
Unen las células epiteliales a la matriz 
formando una coraza donde se inserta el 






Proteínas pertenecientes a la 
familia de conexinas (Kumar y 




neuronas y en 
retina. 
Conectan el citoplasma de dos células 
permitiendo el intercambio de iones y 
moléculas así como la comunicación eléctrica 
(Lampe y Lau, 2004). 
 
Uniones estrechas 
o “tight junction”  
Ocludina, actina, claudina y 
moléculas de uniones estrecha y 
kinasas (MAGUK) (Tsukita y 
cols., 2001). Proteínas tipo ZO-1 






Mantienen unidas las células formando una 
barrera impermeable a fluidos, favoreciendo la 
polaridad celular al evitar la difusión de 
proteínas integrales de membrana entre los 




11. Citoesqueleto celular e infecciones virales. 
 
La actina es una proteína que, en muchas ocasiones, se altera en las 
infecciones virales, como en el caso del virus de la rabia (Ceccaldi y cols., 1997). 
Este virus provoca desensamblaje de actina en fibroblastos (Simon y cols., 1990). En 
la infección provocada por el virus de la leucemia murina, VLM, también 
disminuyen las fibras de estrés (Luftig y Lupo, 1994). Se han observado alteraciones 
en el ensamblaje de actina y proteínas de unión a actina en células endoteliales 
humanas infectadas por el virus del Dengue (Kanlaya y cols., 2009). En células 
infectadas por Hantavirus la actina es clave para el ensamblaje y la liberación de los 
nuevos virus (Ravkov y cols., 1998) y los microtúbulos son importantes para la 
replicación viral en Hantavirus (Ramanathan y Jonsson, 2008). En el movimiento de 
la proteína N de Hantavirus interviene una pequeña GTPasa (dinamina) que actuaría 
como motor molecular (Ramanathan y Jonsson, 2008). Estudios más recientes con el 
VBUN han demostrado la presencia de la actina en virus intracelulares y en el 
complejo replicativo, pero no en virus extracelulares (Fontana y cols., 2008).  
 
12. Alteración de la membrana plasmática durante infecciones virales. 
 
Tanto las etapas iniciales como las finales de la infección viral están 
relacionadas con la membrana plasmática (Roizman, 1990). Los virus sobre la 
membrana se pueden mover lateralmente e interactuar con receptores específicos 
(Burckhardt y Greber, 2009). En células infectadas se han observado alteraciones en 
el reconocimiento y transporte molecular, transducción de señales y mantenimiento 
de los flujos iónicos. En células infectadas con virus de la familia Bunyaviridae se 
han detectado alteraciones en las bombas de sodio, potasio y calcio (Frugulhetti y 
Rebello, 1989). 
La adhesión celular y la movilidad juegan un papel central en diferentes 
fenómenos biológicos, pero ambos acontecimientos están vinculados con la 
extensión de la membrana plasmática (Raucher y Sheetz, 2000a). En los 
denominados reservorios de membrana existe membrana disponible para desplegarse 
rápidamente (Hochmuth y cols., 1999). En células nerviosas, musculares y epiteliales 
se han detectado adición de membrana desde reservas intracelulares cuando aumenta 
el tamaño de la célula por perturbaciones osmóticas y reabsorción de restos de 
membranas que ya no son necesarias (Fisher y cols., 2004). Estos mismos autores 
demostraron que en células epiteliales tipo 2 existe inserción de lípidos en la 
membrana plasmática, independientemente de la integridad del citoesqueleto de 




























1. Células y virus. 
 
Se usaron células BHK-21 (CCL-10), MRC-5 (CCL-171) y HEp-2 (CCL-23) 
procedentes de la colección ATCC (“American Type Culture Collection”). Virus 
Bunyamwera (BR-87) también procedente de la ATCC. Virus quimera VBUN-GFP-
NSm, expresando la proteína fluorescente GFP (“Green Fluorescence Protein”) y 
fusionada en el segmento M, rBUNM-NSm-EGFP generado por genética inversa 
(Shi y cols., 2006) cedido por Dr. R.M. Elliott (University of St. Andrews, Escocia). 
Las células BHK-21, MRC-5 y HEp2 fueron crecidas en medio de Eagle 
modificado por Dulbecco (DMEM, del inglés “Dulbecco's Modified Eagle's 
Medium”, Sigma) con una concentración de glucosa de 4,5 g/l, suplementado con 
aminoácidos no esenciales (Sigma), glutamina (Sigma) a una concentración de 200 
mM, gentamicina (Sigma) a 50 μg/ml, penicilina (Sigma) a 100 U/ml, estreptomicina 








o Marcadores de actina: Phalloidin (Faloidina) Alexa (488) y Phalloidin Alexa 
(660) de Invitrogen
o Marcadores de membrana plasmática: FM®1-43FX (FM®1-43FX “fixable 
analog of FM®1-43 membrane stain”, 
. 
Invitrogen) y WGA Alexa Invitrogen 
594 y 647, (Molecular Probes
o Marcadores de ácidos nucleicos: ToPro (
). 
Sigma-Aldrich Co.) y DAPI, del 
inglés 4´,6- diamidino-2-phenylindole, (Sigma-Aldrich Co.
o Marcadores de lisosomas: 
). 
Lysotracker® RED DND-99 1 mM en DMSO, 
(Invitrogen
o Marcadores de mitocondria: 
). 
Mitotracker® Deep-Red 633 en DMSO (M-
22426) y Mitotracker® Green en DMSO (M-7514), (Molecular Probes






Anticuerpos contra proteínas virales: 
 
o Anticuerpo monoclonal de ratón anti-Gc (MAB742), descrito por Lappin y 
cols., 1994 y cedido por Dr. R.M. Elliott (University of St. Andrews, 
Escocia). 
o Anticuerpo policlonal de conejo anti-VBUN procedente de Dr. R.M. Elliot, 
(University of St. Andrews, Escocia). 
o Anticuerpo policlonal de conejo contra la nucleocápsida, anti-N, generado 
mediante inmunización con el péptido sintético MIELEFHDVAANTSST 
correspondiente a la región amino-terminal (Fontana y cols., 2008).  
o Anticuerpo policlonal de conejo contra la proteína no estructural NSm, anti-
NSm, desarrollado contra el péptido TDQKYTLDEIADVLQA (equivalente a 
los residuos 338 al 353 del segmento M), Nakitare y Elliott, 1993. Cedido por 





Anticuerpos contra proteínas celulares: 
 
o Anticuerpos de ratón: anti-β-tubulin (T4026, Sigma) y anti-vimentina V9 
(V-6630, Sigma
o Anticuerpos de conejo: α-PDI, (proteína disulfuro isomerasa del inglés 





Anticuerpos comprados o cedidos
 
: 
o Anti-β-actina monoclonal (ratón), (AC-15, Sigma
o Anti-RhoA monoclonal isotipo IgG1 (ratón), 
). 
Santa Cruz Biotechnology
o Anticuerpo específico para el aparato de Golgi (regiones cis-media Golgi), 




o Anti-dinamina (policlonal de conejo) (ab3457, 
). 
Abcam
o Anti-mitofusina (policlonal de conejo) (ab50838, 
). 
Abcam
o Anti-vinculina humana isotipo IgG1 (monoclonal de ratón) (clon hVIN-1, 
). 
Sigma
o Anti-cortactina (p80/85) (monoclonal de ratón), (clon 4F11, 
). 
Millipore




o Anti-paxilina (pollo), (
). 
BD Transduction Laboratories
o Anti-gamma tubulina (policlonal de conejo) (ab1131, 
). 
Abcam




o Anti-TGN-38 (policlonal de conejo), proteína transmembrana de la región 
trans-Golgi, Wilde y cols (1992).  
). 
o Anti-Lamp-1 (policlonal de conejo), marcador de lisosomas cedido por Dr. 
Sven Carlsson, Universidad de Umea, Suiza. 
o Anti-CD63 Dy634, marcador de endosomas tardíos, cuerpos multivesiculares 
y lisosomas (Inmunostep
o Anti-CD63 Human (monoclonal de ratón), marcador de endosomas tardíos, 
cuerpos multivesiculares y lisosomas, CD63-APC, (
). 
Inmunostep
o Anti-clatrina (policlonal de conejo), (
). 
BD Biosciences




o Anti-integrina β5 (monoclonal de ratón), (ab55359, 
). 
Abcam
o Anti-integrina α5 (policlonal de conejo), (ab55991, 
). 
Abcam
o Anti-integrina α4 (monoclonal de ratón) cedido por el grupo del Dr. Sánchez-
Madrid, Hospital de la Princesa, Madrid. 
). 
 
Otros anticuerpos primarios: 
 
o Anticuerpo contra ARN de doble cadena anti-ARNds J2 (policlonal de 
conejo), English and Scientific Consulting











o Los anticuerpos secundarios anti-ratón fueron: anti-ratón verde 488 (A1102, 
Invitrogen), anti-ratón rojo 594 (A21203, Invitrogen) y anti-ratón azul Cy5 
(Jackson Inmnoresearch, Formigen
o Los anticuerpos secundarios anti-conejo fueron: anti-conejo verde 488 (A-
210206, 
). 
Invitrogen), anti-conejo rojo 594 (A-21207, Invitrogen




o Los anticuerpos secundarios conjugados con oro coloidal utilizados en 
inmunomarcajes en cortes de células incluidas en la resina LR-WhiteTM 
fueron adquiridos de 
). 
BioCell International
o Los anticuerpos secundarios asociados a peroxidasa de nabo para su uso en 












o 3-Metiladenina (3-MA), 
Sigma-Aldrich Co. 
o Inhibidores de Proteasas, 
Sigma-Aldrich Co. 
Roche Molecular Biochemicals
o Kit ECL, 
. 
Amersham-Bioscience
o Tripsina-EDTA, 0,1 M (Tripsina al 0,25% y EDTA al 0,02% en PBSx1). 
. 
o Tween 20®, (TAAB






o Tetróxido de Osmio, (
). 
TAAB
o Ferricianuro Potásico, (
). 
Sigma












o Marcadores de peso moleculares (coloreados), (
). 
Bio-Rad







o Tampón de citoesqueleto (para inmunofluorescencias), 1 mM pH 6,1: 
150 mM NaCl; 10 mM MES; 5 mM MgCl; 5 mM EGTA; 5 mM Glucosa. 
o PBS (del ingles “Phospahte buffered saline”), 1 mM pH 7,2-7,4: 
0,273 M NaCl; 0,053 M ClK; 0,032 M Na2HPO4x12H2O; 3 mM KH2PO4. 
o PBS-Tween 0, 1%: PBS 1 mM pH 7,2-7,4, 100 ml de Tween 20®. 
o PBS-Tween 0, 3%: PBS 1 mM pH 7,2-7,4, 300 ml de Tween 20®. 
o HEPES (del inglés “4-(2-hydroxyethyl)-1-piperzineethanesulfonic acid”) 
0,4 M pH, 7,2-7,4.  
o TBG, pH 7,8-8: 0,01 M Glicina, 0,15 M NaCl; 0,03 M Tris; 0,05gramos/50ml 
de BSA. 
o Tris-HCl 0,01 M pH 7,4: 0,01 M NaCl; 0,01 M Tris; 2 ml EDTA al 0,5 M. 
o TEN 10 mM pH 7,4: NaCl 0,1 M; 0,01 M Tris-HCl, 1 mM EDTA. 
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o Tampón RIPA pH 8,0: 1% NP40; 0,1% Sodio de Sodiodeoxicolato; 0,1% 
SDS al 10%; 150 mM NaCl; 20 mM Tris-HCl; 2 mM EDTA. 
o Tampón Laemmlix5: 0,0625 M Tris-HCl a pH 6,8; SDS al 2 %; 5% beta-
mercaptoetanol; 10 % glicerol; 0,002 % azul de bromofenol. 
o Tampón para geles de poliacrilamida al 10 %: PBSx10 y SDS al 10 %. 
o Tampón de transferencia de membranas para Western blot, pH 9-9,4:  
0,047 M Tris Base; 0,038 gr Glicina; 0,75 ml de SDS al 10%; 20% metanol. 
o Tampón de bloqueo para Western blot, para 500 mL 15 gr de leche, 50 ml de 




o Fijador para microscopía óptica de fluorescencia: Paraformaldehído al 4% en 
PBSx1, (la fijación se realiza a temperatura ambiente durante 30 min). 
o Fijador para monocapas para realizar titulaciones virales: Formaldehído al 
10% en PBSx1, (la fijación se realiza a temperatura ambiente durante 1 hora).  
o Fijador para monocapas incluidas en resina Epoxi EML-812: Tampón HEPES 
0,4 M pH 7,2-7,4, glutaraldehído al 1% y ácido tánico al 0,5% (la fijación se 
realiza a temperatura ambiente 2-3 horas). 
o Fijador para monocapas incluidas en resina LR-White TM: Glutaraldehído al 
0,1% y PFA al 4% (la fijación se realiza a 4ºC durante 1 hora). 
 
3. Titulación del virus VBUN. 
 
3.1. Células BHK-21. 
 
Los experimentos de titulación del VBUN se realizaron infectando 
monocapas de células BHK-21 con diluciones decimales del stock viral para titular, 
en medio de cultivo DMEM suplementado con FBS al 2%, para posteriormente, 
incubar las células en medio sólido (empleando agar al 0,6%). Transcurridas 50 
horas post-infección, las células se fijaron 1 hora con formaldehído al 10% en 
PBSx1. Posteriormente, se retiró el medio y se contaron las placas de lisis formadas 
tiñendo las células no infectadas con cristal violeta al 0,1% en metanol-agua (20:80). 
Finalmente, se hizo recuento de las placas de lisis. 
 
3.2. Células MRC-5. 
 
Los experimentos de titulación de un stock generado en células BHK-21 del 
virus VBUN en células MRC-5 se realizaron por recuento de focos de fluorescencia 
utilizando el anticuerpo contra la nucleocápsida viral, N-947 y anticuerpo 
secundario, anti-conejo 488. Transcurridos 3-5 días post-infección, las células MRC-
5 se fijaron durante 1 hora con formaldehído al 10% en PBSx1 eliminando el agar. 
Se realizaron dos lavados en PBSx1 para eliminar restos del fijador y se realizó la 
detección de los focos fluorescentes. Para ello, se incubaron las células con el 
anticuerpo primario anti-N-947 (1:500) en PBSx1 con FBS al 3%, en leve agitación, 
durante 2-3 horas a temperatura ambiente. Seguidamente, se realizaron 3 lavados en 
PBS-FBS al 3% de 5 min. Se incubaron las células con anticuerpo secundario anti-
conejo 488 y protegidas de la luz, también en leve agitación. Por último, se 
realizaron tres lavados en PBSx1 de 10 min y se mantuvieron a 4ºC protegidas de la 
luz hasta el recuento de los focos fluorescentes en el microscopio óptico. 
33 
 
3.3. Células HEp-2. 
 
Se infectaron monocapas de células HEp-2 con virus VBUN generados en 
células BHK-21 con el medio de cultivo y FBS al 2%. Se recogieron los 
sobrenadantes y los extractos intracelulares de cada tiempo post-infección (por cada 
tiempo se hicieron dos réplicas). Los sobrenadantes y los extractos celulares se 
inocularon en diluciones decimales en células BHK-21 cultivadas en medio DMEM-
FBS 2%. Posteriormente, se incubaron las células en medio sólido (empleando agar 
al 0,6%). Pasadas 50 horas post-infección, las células BHK-21 se fijaron 1 hora con 
formaldehído al 10% en PBSx1, se contaron las placas de lisis formadas tiñendo las 
células no infectadas con cristal violeta al 0,1% en metanol-agua (20:80) y se hizo 
recuento de las placas de lisis. 
 
4. Infección del virus VBUN. 
 
Las infecciones se realizaron en el laboratorio de nivel 2 de bioseguridad. 
 
4.1. Células BHK-21. 
 
Los experimentos de infección del VBUN en las células BHK-21, se 
realizaron infectando monocapas de células BHK-21 al 80% de confluencia 
aproximadamente, y utilizando una multiplicidad de infección de 1 unidad formadora 
de placa de lisis (UFP)/célula. Los tiempos de post-infección variaron desde las 5-6 
horas hasta 25-30 horas. 
 
4.2. Células MRC-5. 
 
Los experimentos de infección del virus VBUN en las células MRC-5, se 
realizaron infectando monocapas de células MRC-5 al 80% de confluencia 
aproximadamente, utilizando una multiplicidad de infección de 1 unidad formadora 
de foco de fluorescencia (UFF)/ célula. Los tiempos de post-infección variaron desde 
las 3-5 horas hasta las 150 horas. 
 
4.3. Células HEp-2. 
 
Los experimentos de infección del VBUN en las células HEp-2, se realizaron 
infectando monocapas de células HEp-2 al 80% de confluencia aproximadamente, 
utilizando una multiplicidad de infección de 1, equivalente a la utilizada para células 
BHK-21. Los tiempos post-infección variaron desde 6 a 48 hpi. 
 
5. Incorporación de Bromouridina. 
 
El ARN viral recién sintetizado en células MRC-5 y HEp-2 infectadas por el 
VBUN, fue localizado entre las 4 y las 6 hpi empleando Bromouridina (BrU) a 5 mM 
durante 1 hora en incubación a 37ºC. Previamente a la adición de BrU, se añadió 
durante 30 min actinomicina-D a 10μg/ml a 37ºC (la actinomicina-D, se une al ADN 
al iniciarse la transcripción, evitando así la elongación por parte de las ARN 
polimerasa celulares). Después, las células se fijaron con PFA 4% y se mantuvieron 
en PBSx1 a 4ºC. La detección de la BrU, se realizó mediante un anticuerpo 
policlonal anti-BrU en dilución 1:200, siguiendo un protocolo general de 
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inumunofluorescencia (ver apartado de Materiales y métodos “8.1 
Inmunofluorescencia”). 
 
6. Marcaje de autofagosomas y tratamiento con 3-metiladenina (3-MeA). 
 
La sonda monodansilcadaverina (MDC) se acumula en los autofagosomas e 
interacciona con los lípidos presentes en las membranas de las vacuolas autofágicas 
(Niemann y cols., 2000; Biederbick y cols., 1995). Para marcar los autofagosomas, 
las células fueron tratadas 1 hora con MDC 10 μM antes de su fijación, siguiendo el 
protocolo de Jackson y cols., 2005 (la fijación PFA al 4% durante 10 min a 
temperatura ambiente). Para inhibir la formación de los autofagosomas, se usó la 
droga 3-MeA (Stroikin y cols., 2004) a 10 mM, en células control e infectadas a 10 y 
24 hpi. Se realizaron experimentos añadiendo la droga durante 1 hora o añadiéndola 
cada 2 horas hasta 10 y 24 hpi. 
 
7. Tratamientos con drogas depolimerizantes de actina. 
 
Se crecieron células BHK-21 y MRC-5 sobre cubreobjetos sonicados en 
etanol, hasta alcanzar una confluencia del 80%. Se infectaron a 0,01, 0,5 y 1 
UFP/célula. Transcurrida la primera hora de adsorción viral, se añadió en el medio 
citocalasina-D a una concentración de 2 µM, siguiendo el protocolo de Fontana y 
cols., 2008. Transcurridas 8, 10 y 14 hpi, se recogieron los sobrenadantes para su 
posterior titulación en células BHK-21. Las células tratadas con citocalasina-D, se 
fijaron con PFA al 4% durante 20 min a temperatura ambiente. Se retiró el fijador y 
las células se mantuvieron a 4ºC en PBSx1 hasta su estudio por inmunofluorescencia. 
 
8. Preparación de muestras para microscopía óptica de fluorescencia. 
8.1. Inmunofluorescencia. 
 
Los cubreobjetos con las células control e infectadas se mantuvieron en 
PBSx1 tras ser fijadas con PFA 4% durante 20 min a temperatura ambiente. Después 
se realizó un proceso de permeabilización durante 10 min con saponina al 0,25% 
diluida en PBSx1. Se bloquearon los posibles sitios inespecíficos usando suero de 
cabra al 2% y saponina al 0,25% en PBSx1 durante 40 min. La incubación con el 
anticuerpo primario se realizó durante 1 hora con saponina y suero de cabra en las 
mismas concentraciones que durante la permeabilización. Seguidamente se 
realizaron tres lavados con PBSx1 de 5 min. La incubación del anticuerpo secundario 
se realizó durante 1 hora también con suero de cabra al 2% y saponina al 0,25%. Se 
realizaron tres lavados con PBSx1 de 5 min. Es importante en cada uno de los 
lavados, escurrir bien la muestra para eliminar restos que puedan generar fondos 
inespecíficos. Finalmente, se hizo el montaje del cubreobjetos con ProLong Gold (5-
6 µl) en portaobjetos y se preservó de la luz. Las muestras fueron almacenadas a 4ºC 
hasta que se fueran usadas en el microscopio de fluorescencia confocal Leica modelo 
TCS-SP5, equipado con cinco canales simultáneos (rojo, verde, azul, DAPI y campo 
claro), cámara para muestras con control de temperatura, CO2, humedad y FRAP 
(“Fluorescente Recovery Alter Photobleaching”) y capacidad para estudios in vivo. 
También se usó el microscopio confocal Bio-Rad Radiance 2100 (Zeiss) para 
determinadas muestras. Este microscopio sólo presentó los tres canales típicos, rojo, 
azul y verde además del canal de DAPI (para marcar ácidos nucleicos). En las 
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inmunofluorescencias en las que no se retiró el medio de cultivo durante la fijación, 
se siguió el mismo protocolo descrito anteriormente. 
En el caso de las sondas WGA y de Faloidina, éstas se incubaron después que 
los anticuerpos secundarios. El DAPI y el ToPro se incubaron posteriormente a los 
anticuerpos secundarios, en pasos adicionales fueron diluidos en PBSx1, suero de 
cabra al 2% y saponina al 0,25% durante 20 min. 
 
8.2. Sondas en célula viva. 
 
Previamente a la fijación de las células control e infectadas, las células se 
incubaron con una dilución 1:200 de WGA 594 ó 647 (Alexa) en DMEM-FBS al 2% 
durante 20 min a temperatura ambiente. Posteriormente, se fijaron las células con 
PFA al 4% durante 20 min a temperatura ambiente. Los cubreobjetos con las células 
fijadas se mantuvieron en PBSx1 hasta el momento de ser montados sobre un 





, se usaron en células vivas para 
detectar vesículas acídicas y mitocondrias, respectivamente. Las sondas se incubaron 
en el medio DMEM/FBS al 2% a 37ºC, a una concentración de 200 mM (1:2000) 
durante 1 hora, según el protocolo de Fontana y cols., 2007. Posteriormente, se 
fijaron en PFA al 4% para continuar con el protocolo general descrito en el punto 8.1 
“Inmunofluorescencia”, pero empleando suero de cabra al 0,2%. 




El microscopio confocal TCS-SP5 (Leica
Polishchuk 
) cuenta con reguladores de CO2, 
humedad y temperatura, para estudiar células vivas. La vídeo-microscopía, 
microscopía correlativa y microscopía electrónica se pueden combinar permitiendo 
estudios dinámicos in vivo y la obtención de información ultraestructural de las 
mismas células ( y Mironov, 2001). 
En placas p-36 MatTek Corporation Glass Bottom Cultured Dished® 
(especiales para la pletina del microscopio TCS-SP5 -Leica-), se crecieron células 
BHK-21 (pase entre el sexto y décimo) en medio DMEM-FBS al 10% al 80 % de 
confluencia en presencia o en ausencia de una dilución 1:200 de la sonda WGA. 
Todas las infecciones se hicieron a 1 UFP/célula. Se hicieron tres tipos de ensayos en 
microscopio de confocal TCS-SP-5 (Leica
 
): 
o Células BHK-21 crecidas en presencia de WGA 1:200 durante 20 min y 
mantenidas en medio DMEM-FBS al 10% durante 24 horas. Posteriormente, 
infectadas a 1 UFP/célula durante 10 horas. 
o Células BHK-21 crecidas en DMEM-FBS al 10% infectadas a 1 UFP/célula 
24 hpi. Durante la primera hora de adsorción viral se añadió la sonda WGA 
1:200 a 37ºC y a 95% humedad. 
o Células BHK-21 crecidas en DMEM-FBS al 10% infectadas a 1 UFP/célula 
24 hpi a 37ºC y a 95% de humedad. Después de la hora de adsorción viral, se 
añadió la sonda WGA 1:200 durante 20 min. 
 
En el caso del primer ensayo, se tomaron imágenes antes de la infección 
como control de la fluorescencia. Durante la hora de adsorción viral se tomaron 
imágenes a los 15, 20, 45 y 55 min. En el segundo ensayo, se tomaron imágenes 
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durante primera hora de adsorción viral a los mismos tiempos. En el tercer caso, se 
seleccionaron las posiciones celulares transcurrida la hora de adsorción viral y los 20 
min de marcaje con WGA. En los tres ensayos, después de la hora de adsorción viral, 
se hicieron varios lavados con medio para eliminar posibles virus en el sobrenadante. 
Las células recién infectadas se mantuvieron con 2 ml de DMEM-FBS al 2%. Se 
seleccionaron unas 15 posiciones por placa y se tomaron imágenes cada 30 min 
durante 10 horas de cada una de ellas. En el segundo y tercer ensayo se volvió a 
añadir WGA 1:200 a las 21 hpi. 
 




Se realizaron dos experimentos de vídeo-microscopía de células BHK-21 
vivas. En ambos se utilizaron dos placas p-36 Mateck® en las que se crecieron 
células en una dilución 1:10, hasta alcanzar una confluencia aproximada del 80%. 
Una de las placas fue el control sin infectar. La otra placa, se infectó a 5 UFP/célula. 
Transcurrida la hora de adsorción viral a 37ºC, se retiró el inóculo y se sustituyó por 
medio DMEM-FBS al 2% con Mitotracker® 200 mM durante 45 min a 37ºC y en 
agitación cada 15 min (Fontana y cols., 2007). Posteriormente, ambas placas se 
colocaron en el microscopio TCS-SP-5 (Leica) y se seleccionaron 10 posiciones de 
células control e infectadas. Se tomaron imágenes de cada una de las posiciones cada 
15 min hasta 18 hpi. Las imágenes procedentes de los vídeos de vídeo-microscopía 
de células BHK-21 vivas fueron realizadas con el programa informático LAS AF
 
 (del 
inglés “Leica Application Suite Advanced Fluorence”). 
9. Reconstrucción tridimensional a partir de microscopía confocal. 
 
Los planos obtenidos en el microscopio TCS-SP-5 (Leica) fueron procesados 
para obtener proyecciones laterales con el programa informático LAS AF. Los 
planos obtenidos en el microscopio confocal Bio-Rad Radiance 2100, se procesaron 
con el programa informático IMAGE J http://rsb.info.nih.gov/ij/ ( ). 
 
10. Estudio de monocapas orientadas e infectadas para MET. 
 
Las células BHK-21 se crecieron en placas de cultivo P-100 (Falcon) en 
medio DMEM complementado con aminoácidos esenciales (Sigma-Aldrich
Las infecciones se realizaron infectando a 1 UFP/célula en medio DMEM-
FBS al 2%. Durante las horas de infección (10-16 hpi), las células infectadas se 
dejaron a 37ºC en incubador modelo 
), 
glutamina (200 mM), gentamicina (50 μg/ml), penicilina (100 μg/ml) y FBS al 10%. 
Termo Electrón Corporation HEPA class 100. 
Después, las células se fijaron con PFA al 4% (para estudios de 
inmunofluorescencias) o con 0,5% de ácido tánico y 1% de glutaraldehído en tampón 
HEPES 0,4M pH 7,2 (para estudios de ultraestructura y MET, células crecidas en 
Thermanox© Plastic Coverslips (Nunc) (10,5x22 mm Rochester
 
) o con 
glutaraldehído al 0,1% y PFA al 4% (para inmunomarcajes en la resina LR-White) . 
Los lavados para las muestras de inmunofluorescencia se realizaron con PBSx1 y 





10.1. Inclusión en epoxi-resina EML-812. 
 
Las células control e infectadas crecidas en Thermanox© (Nunc) Plastic 
Coverslips (10,5x22 mm Rochester), se procesaron modificando parte del protocolo 
presentado por Novoa y cols., 2005b. Las láminas de Thermanox© fijadas se 
mantuvieron en HEPES 0,4 M pH 7,2. Se realizó una fijación de lípidos con 
tretóxido de osmio al 1% (TAAB) y ferricianuro potásico (Sigma) al 0,8% durante 1 
hora a 4ºC. Posteriormente, se realizó una nueva fijación de lípidos con acetato de 
uranilo al 2% (40 min a 4ºC) y se deshidrató la muestra con concentraciones 
crecientes de acetona (50, 70, 90 y 100%) durante 10 min por incubación a 4ºC. La 
última infiltración se hizo con acetona-Epon al 50%, dejándose toda la noche a 
temperatura ambiente. Al día siguiente, se cambió la mezcla acetona-Epon, por una 
mezcla de resina al 100% y al cabo de otras 24 horas se volvió a cambiar la resina. 
En este último paso, se polimerizó a 60ºC durante tres días las muestras en moldes 
planos. Tras los tres días de polimerización, las muestras se pudieron procesar en el 
ultramicrotomo Ultracut EM-UC6 (Leica
 
). 
10.2. Obtención de cortes ultrafinos seriados para MET. 
 
Las muestras polimerizadas se cortaron en ultramicrotomo Ultracut EM-UC6 
(Leica) y cuchilla de diamante (Diatome Ltd.
Al tratarse de cortes seriados, fue importante intentar obtener todos los cortes 
de las zonas basales, donde sabemos que están las estructuras de interés. Se 
recogieron con un Perfect Loop (
) obteniéndose, así secciones ultrafinas 
de 70-90 nm de grosor (estimado por el color del corte). La monocapa fue 
reorientada de tal forma que se seccionara paralela al sustrato de las mismas, 
comenzando por la parte basal (Fontana y cols., 2007, 2008). 
Diatome Ltd.) previamente sonicado durante 5 min 
y se depositaron sobre rejillas especiales para seriados de 50 GP (TAAB
Las muestras se tiñeron con acetato de uranilo saturado durante 20 min, y con 
citrato de plomo durante 2-3 min (entre ambos pasos y al final de la tinción se 
hicieron lavados con agua destilada). Posteriormente, las rejillas fueron estudiadas en 
un microscopio electrónico modelo JEM 1011 (
) cubiertas 
con formvar-carbón. Se tomaron cortes desde zonas basales hasta las zonas más 




) que opera a 100 Kv. 
10.3. Seguimiento de los cortes de la serie en la rejilla en el MET. 
 
Una vez fotografiada la zona de interés común en todos los cortes de la serie, 
se escanearon los negativos en un escáner Perfection 3170 PHOTO (EPSON a 600 
píxel por pulgada (ppp) o se tomó una imagen instantánea con la cámara digital 
modelo Gatan Inc. acoplada al microscopio JEOL
 
. 
10.4. Inclusión de células en epoxi-resina EML-812 sin eliminar el medio de 
cultivo. 
 
Se siguió el mismo protocolo que en el apartado de Materiales y métodos 
“10.1. Inclusión en epoxi-resina EML-812”, pero sin eliminar el medio de cultivo 
durante la fijación con glutaraldehído al 1% y ácido tánico al 0,5%, de forma que se 
consigue así, preservar estructuras muy lábiles. 
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10.5. Inclusión en resina acrílica LR-WhiteTM 
 
Las células control e infectadas fueron crecidas en Thermanox© (Nunc) 
Plastic Coverslips (10,5x22 mm Rochester). La fijación fue realizada a 4ºC durante 1 
hora con una mezcla de glutaraldehído al 0,1% con PFA al 4%. Se realizaron 3 
lavados a 4ºC en PBSx1 y se mantuvieron las muestras fijadas a 4ºC. La 
deshidratación se realizó también a 4ºC con concentraciones crecientes de etanol 
cada 5 min (30, 50, 70 y 100% etanol), excepto con la última concentración de etanol 
al 100%, en cuyo caso la incubación fue de 10 min. La infiltración se realizó a 
temperatura ambiente, primero en mezcla LR-WhiteTM (London Resin Company 
Limited)-Etanol (1:1), después 1 hora sólo con LR-WhiteTM y por último, toda la 
noche en LR-WhiteTM a temperatura ambiente y en campana extractora. El segundo 
día de infiltración se cambió la resina por una nueva. Finalmente la polimerización se 
realizó protegiendo las muestras de la luz, durante 24 horas a 60ºC tras transferir las 
muestras a tubos Eppendorf®
 
. 
10.6. Obtención de cortes ultrafinos de muestras incluidas en resina acrílica 
LR-WhiteTM. 
 
Las muestras polimerizadas se cortaron en un ultramicrotomo Ultracut EM-
UC6 (Leica) y cuchilla de diamante (Diatome Ltd.). Los cortes fueron recogidos un 
Perfect Loop (Diatome Ltd.), previamente sonicado durante 5 min en etanol, y se 
depositaron sobre rejillas especiales para seriados de oro o cobre (TAAB
 
) de 200-
300 mesh cubiertas con formvar-carbón al 0,25%. Se recogieron cortes semifinos 
(200-300 nm de grosor) y después cortes ultrafino (70-90 nm de grosor). 
10.6.1. Inmunomarcaje de secciones de células incluidas en resina LR-
WhiteTM. 
 
Los cortes ultrafinos se depositaron en rejillas de 200-300 mesh con formvar-
carbón al 0,25%. Se bloquearon los grupos aldehídos libres mediante incubación con 
cloruro amónico (NH4Cl) 0,2 M durante 5 min seguido de 3 lavados en PBSx1 de 5 
min cada uno. 
 Los anticuerpos primarios monoclones anti-β-actina, anti-cortactina, anti-
vimentina, anti-vinculina (a una dilución de 1:100), los anticuerpos primarios 
policlonales anti-dinamina y anti-mitofusina (a una dilución de 1:50), y el anticuerpo 
policlonal contra la proteína de la nucleocápsia del VBUN anti-N-947 (a una 
dilución 1:200), se diluyeron en el tampón TBG. La incubación se mantuvo durante 1 
hora a temperatura ambiente. Posteriormente, se realizaron 3 lavados en TBG-PBSx1 
de 5 min. Los anticuerpos secundarios unidos a oro coloidal (de 5, 10 ó 15 nm de 
diámetro) fueron diluidos con tampón TBG y las muestras se incubaron durante 1 
hora (1:100). Finalmente, se terminó con una serie de lavados TBG-PBSx1 y agua 
destilada. Durante 30 min se dejaron secar las rejillas a temperatura ambiente. 
Después, se tiñeron con acetato de uranilo saturado durante 20 min y con citrato de 
plomo durante 2-3 min (entre ambos pasos y al final de la tinción se hicieron lavados 







10.7. Preparación de rejillas para microscopía electrónica. 
 
Las rejillas utilizadas para los cortes seriados y ultrafinos fueron las rejillas de 
cobre 50-GP (TAAB). Las rejillas utilizadas para inmunomarcajes fueron de 200 y 
300 mesh de cobre y oro (TAAB). Las rejillas de 50 GP presentaron una fina capa de 
formvar (TAAB
 
) al 0,75%, mientras que las rejillas de 200 y 300 mesh se 
recubrieron con formvar-carbón al 0,25%. 
11. Reconstrucción 3D de cortes seriados. 
 
Los cortes ultrafinos para las series se obtuvieron en un ultramicrotomo 
Ultracut EM-UC6 (Leica). La recogida de los mismos se realizó empleando un 
Perfect Loop (Diatome Ltd.) depositándolos en rejillas de cobre de barras paralelas 
de 50 GP (TAAB) recubiertas por formvar al 0,75%, anotando el orden de los 
mismos, para su posterior estudio por microscopía electrónica (Fontana y cols., 2007, 
2008). Tras la tinción habitual en acetato de uranilo y citrato de plomo, en el 
microscopio electrónico se seleccionaron zonas de interés y se tomaron micrografías 
de la zona seleccionada en varios planos consecutivos, aproximadamente entre 6-10 
cortes seguidos, reconstruyendo un volumen aproximado de 0,5-0,7 µm. Para 
determinar la zona a reconstruir, se buscaron estructuras membranosas en los cortes 
centrales de la serie, para a continuación, fotografiar la misma zona en todos los 
cortes. Una vez fotografiada la zona de interés, se escanearon los negativos en un 
escáner Perfection 3170 PHOTO (EPSON) a 600 píxeles por pulgada. 
Posteriormente, las imágenes se normalizaron a una media de niveles de grises de 
128, con una desviación estándar igual a la media de las desviaciones estándar de las 
imágenes de la serie, empleando el programa Bsoft
http://www.niams.nih.gov/rcn/
 
( labbranch/lsbr /software/bsoft/bsoft.html; Heymann y 
Belnap, 2007). 
 A continuación, se alinearon las imágenes empleando el programa 
Reconstruct (http://synapses.bu.edu/tools/index.htm; Fiala, 2005). Para la 
reconstrucción de los elementos y contactos de interés, se dibujó una máscara para 
asignar identidad a cada elemento en todas de las micrografías a estudiar utilizando 
el programa Amira (TGS Europe
 
, Merignac, Francia). La máscara se trata de la 
región seleccionada a simple vista, siendo un conjunto de píxeles que componen el 
elemento a estudiar. Este proceso se realiza a mano, es decir, depende del observador 
la asignación de la máscara a una región o a otra por lo que inevitablemente 
seleccionaremos píxeles de los alrededores. Para realizar dicha segmentación, 
contamos con conocimientos previos de las estructuras membranosas obtenidos a 
partir de las imágenes 2D de las imágenes del MET, asignando identidades sólo en el 
caso en el que fuesen claramente identificables. El tamaño del voxel obtenido 
mediante esta técnica tiene una resolución anisotrópica (es decir, una resolución 
diferente en los diferentes ejes) de aproximadamente 4 nm en los ejes X-Y y 50 nm 
en el eje Z. Posteriormente, se realizó una reducción del ruido de la micrografía 
aplicando tres veces el filtro mediana (van der Heide y cols., 2007) y se calculó la 
cantidad del material previamente seleccionado a mostrar en el volumen 3D, 
empleando un algoritmo previamente implementado, basado en la suposición de que 
las distribuciones de la señal y el ruido siguen una curva gaussiana, y determina el 




12. Obtención de virus intracelulares procedentes de células HEp-2. 
 
Se crecieron células HEp-2 sobre placas p-6 (Falcon) y se infectaron a una 
multiplicidad de infección de 1 UFP/célula durante 24 horas. Se hicieron dos lavados 
con medio de cultivo DMEM para eliminar restos celulares. Para levantar las células 
se trataron con Tripsina-EDTA 0,1 M (Tripsina al 0,25% y EDTA al 0,02%) durante 
5 min a 37ºC y se rasparon para levantarlas. Las células se recogieron en tubo 
Eppendorf
 
® con 600 μL de medio de cultivo suplementado con FBS al 20%. Se 
volvió a lavar la placa para recoger las células que pudieran quedar adheridas con 
ayuda de 600 μL de medio de cultivo. Los sobrenadantes se congelaron a -80ºC. 
Después de varias horas de congelación, los tubos se pasaron a un baño de agua 
caliente de 37ºC y se añadió un cuarto de pastilla de inhibidor de proteasas. Se repitió 
el proceso de congelación a -80ºC durante varias horas, tras las cuales rápidamente se 
descongelaron otra vez en el baño de 37ºC. Después, los sobrenadantes se sonicaron 
en pulsos de 20 segundos durante 2 min a 4ºC. La suspensión celular y viral se 
centrifugó durante 8 min a 2000 rpm a 4ºC. Se recogieron los sobrenadantes con los 
virus intracelulares y se almacenaron a -80ºC. 
13. Desarrollo de protocolos de microscopía correlativa. 
 
Las técnicas de microscopía correlativa permiten visualizar las mismas 
estructuras a distintas escalas de magnificación, combinando diferentes marcadores y 
los distintos niveles de resolución óptica y electrónica (Darcy y cols., 2006, McRae y 
cols., 2006 Takizawa y Robinson, 2003; Robinson y cols., 2000; Velasco e Hidalgo, 
1987). Las imágenes obtenidas permiten obtener una información morfológica 
adicional, lo que proporciona una caracterización muy completa y específica sobre 
las estructuras de interés al llevarse a análisis estructural los elementos identificados 
como interesantes en la célula viva (Takizawa y Robinson, 2003). Sin embargo, 
muchos de los procedimientos que forman parte de las estas técnicas son arduos y 
requieren ciertas habilidades del propio investigador (van Driel y cols., 2008). Los 
campos de estudio en microscopía óptica son de aproximadamente 50x50 μm con 
una resolución de 200 nm permitiendo seleccionar zonas de interés, mientras que en 
microscopía electrónica estas áreas son de 4x4 μm en resolución de 0,2 nm (Koster y 
Klumperman, 2003) proporcionando información ultraestructural detallada del área 
previamente escogida.  
En pequeños fragmentos de Thermanox© (Nunc) Plastic Coverslips de 
aproximadamente 10,5x22 mm, se realizaron pequeñas cuadrículas dibujadas a mano 
con ayuda de un bisturí para marcar el plástico. Los trozos fueron pegados en placas 
p-6 (Falcon) con ayuda de laca de uñas transparente MaxFactor y bajo la luz 
ultravioleta toda la noche. Se cultivaron las células sobre los trocitos de Thermanox© 
y se infectaron con VBUN a 1 UFP/célula durante 10 hpi. Se fijaron las células con 
el medio de cultivo usando PFA al 4 % durante 20 min a temperatura ambiente y se 
realizaron tres lavados con PBSx1. Se seleccionaron las células de interés gracias a la 
cuadrícula previamente dibujada. Seguidamente, se hicieron tres lavados en HEPES 
0,4 M, pH 7,2 para eliminar restos de PBSx1. A continuación las muestras se fijaron 
con una mezcla de glutaraldehído al 1% y ácido tánico al 0,5% en HEPES durante 
varias horas a temperatura ambiente. Se hicieron 3 lavados con HEPES y se continuó 
con el protocolo general de inclusión de monocapas en epoxi-resina: primeramente la 
fijación de lípidos con tretóxido de osmio al 1% y ferricianuro potásico al 0,8% 
durante 1 hora a 4ºC (ver apartado de Materiales y métodos “10.1. Inclusión epoxi-
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resina EML-812”). Después de 60 horas de polimerización, las regiones de interés 
fueron encontradas por las letras y números dibujados en el Thermanox©. Se 
realizaron secciones ultrafinas de las zonas seleccionadas y se siguió el protocolo 
general de tinción para muestras estudiadas en microscopía electrónica de 
transmisión. 
En placas p-36 MatTek® Corporation Glass Bottom Cultured Dished
Las células seleccionadas fueron localizadas en la resina de por las marcas 
dejadas por la cuadrícula de la placa. Una vez localizada la zona de interés, se cortó 
la muestra y se obtuvieron secciones ultrafinas en el Ultramicrotomo EM-UC6 
(
 (P35G-
2-14-CGRD) con cuadrícula marcada en el cristal, se crecieron células HEp-2 para 
ser infectadas con el virus quimera VBUN-GFP-NSm (Shi y cols., 2006). Este virus 
quimera lleva insertado entre los residuos 403-420 del segmento M, la proteína verde 
fluorescente permitiendo saber qué células se están infectando a tiempo real. A las 24 
hpi se seleccionaron, gracias a la cuadrícula y a la fluorescencia, las células HEp-2 
infectadas en el microscopio de fluorescencia para ser estudiadas después por 
microscopía electrónica. Se fijaron las células siguiendo el protocolo descrito en el 
apartado “10.6 Obtención de cortes ultrafinos de muestras incluidas en la resina LR-
WhiteTM”. Tras la polimerización de las muestras, se separó el cristal de las placas p-
36 MatTek® de la resina LR-WhiteTM con golpes calor-frío usando nitrógeno líquido 
a -196ºC y agua tibia. 
Leica). Las muestras se tiñeron con acetato de uranilo saturado durante 20 min, y 
con citrato de plomo durante 2-3 min siguiendo el protocolo habitual. Finalmente, las 
rejillas fueron estudiadas en un microscopio electrónico modelo JEM 1011(JEOL
 
) 
que opera a 100Kv. 




Para estudiar los posibles cambios de expresión de proteínas del citoesqueleto 
y relacionadas con procesos de adhesión celular, se realizaron estudios de Western-
blot después de la electroforesis de geles al 12% de poliacrilamida en presencia de 
SDS, utilizando extractos de células control e infectadas. Se crecieron células en 
placas p-6 (Falcon
La desnaturalización total de las muestras se realizó calentando en un 
termobloque durante 5 min a 95ºC, seguido de centrifugación a 14000 rpm durante 5 
min para la homogenización de la muestra. Se cargaron 20μl/pocillo y se corrió el gel 
10 min a 70 mV y 1 hora a 60 mV (con amperaje constante de 20 mA). Para 
transferir las proteínas separadas por PAGE-SDS se usó un tampón de transferencia. 
La membrana de nitrocelulosa se humedeció con este tampón así como las esponjas 
de transferencia. La transferencia se realizó durante 45 min a 15 mV. La membrana 
de nitrocelulosa se tiñó durante dos min con una dilución de rojo Ponceau para 
observar las bandas transferidas. El gel de poliacrilamida se tiñó durante 2 horas en 
leve agitación en una dilución de azul Coomasie para comprobar la cantidad de 
proteína no transferida. Después de realizar la transferencia, la membrana de 
nitrocelulosa se dejó en tampón de bloqueo a 4ºC durante toda la noche.  
) hasta obtener la máxima confluencia. Se eliminó el medio de 
cultivo y se hicieron dos lavados para eliminar restos celulares con medio de cultivo. 
Las células se recogieron en 150 μL en tampón  Laemmli 5x con β-mercaptoetanol 
(50 μL de mercaptoetanol por 950 μL de tampón Laemmli). 
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A la mañana siguiente se realizaron las incubaciones con los anticuerpos 
primario y secundario, y finalmente, el revelado de la membrana. Durante 
aproximadamente 2 horas, se incubó la membrana con el anticuerpo primario en 
tampón de bloqueo en leve agitación. Después, se realizaron tres lavados de 10 min 
en tampón de bloqueo. Posteriormente, se incubó con el anticuerpo secundario en 
tampón de bloqueo durante 1 hora y también con leve agitación. Posteriormente, se 
realizaron tres lavados de 5 min en tampón de bloqueo. Finalmente el revelado se 
realizó usando películas fotosensibles (Kodak) y la solución fotosensible ECL plus 
Western Blotting System de Amshermam Bioscience
Algunas muestras se obtuvieron mediante lisado en tampón RIPA a 4 ºC y 
eliminación de los núcleos. Las células crecidas en placas p-6 (
.  
Falcon) a máxima 
confluencia se levantaron con Tripsina-EDTA (Tripsina 0,25% y EDTA 0,02%) 
durante 5-10 min a 37ºC. Para inactivar la Tripsina se recogieron las células con 
PBSx1. El tampón RIPA debe estar a 4ºC cuando se añade ¼ de pastilla de inhibidor 
de proteasas (2,5 mg de inhibidor/ 500 μL de RIPA). Las células son centrifugadas 
durante 5 min a 1200 rpm en PBSx1. Tras eliminar el sobrenadante, el precipitado 
celular es resuspendido en 100 μL de tampón RIPA y mantenido 20 min a 4ºC. Se 
debe comprobar al microscopio óptico que las células se han lisado al detectarse los 
núcleos celulares usando una pequeña alícuota de 10 μL usando la cámara de 
Neubauer
 
. Transcurridos los 20 min a 4ºC, se centrifugó en la microfuga durante 20 
min a 13000 rpm y a 4ºC. Se recogió el sobrenadante (región citoplasmática) y se 
desecharon los precipitados (núcleos celulares). El sobrenadante fue almacenado a -
80º. Se añadió 5 μL de tampón Laemmli 5x por cada 10 μl de muestra antes de 
realizar la electroforesis (SDS-PAGE, en gel de poliacrilamida al 12%). 
15. Ensayo de adhesividad. 
 
Se crecieron células BHK-21, MRC-5 y HEp-2 en placas M-24 (Falcon) hasta 
alcanzar una confluencia del 80%. Se infectaron a 1 UFP/célula en células BHK-21 y 
HEp-2 durante 16 y 24 horas. Se infectaron células MRC-5 con 1 UFF/célula durante 
16 horas. Se realizaron recuentos en células control e infectadas antes de añadir 
Tripsina-EDTA, 0,1 M en PBSx1. Se retiró el medio de cultivo en células control e 
infectadas y se incubaron a 37ºC con Tripsina-EDTA, PBSx1 durante 1, 2 y 5 min. 
Se repitieron los recuentos de las células que permanecían adheridas a la placa 

























1. Resultados en células de hámster BHK-21 infectadas por el VBUN. 
 
1.1. Caracterización de estructuras membranosas inducidas por la infección. 
 
1.1.1. Formación de la factoría viral in vivo. 
 
Para estudiar los cambios morfológicos a tiempo real asociados a la 
formación de la factoría viral del VBUN, se estudió la infección en células BHK-21 
a tiempo real. Para ello, se quiso comprobar a qué tiempos se producía el 
reclutamiento de mitocondrias a regiones perinucleares durante la formación de la 
factoría viral. Se utilizó la sonda Mitotracker® para detectar las mitocondrias que 
fue añadida a células vivas control e infectadas a 5 UFP/célula. Se fijaron 15 
posiciones de células control y 18 posiciones de células infectadas. En cada 
posición se detectaron 20-30 células. En total se estudiaron aproximadamente 300 
células BHK-21 control y 540 células BHK-21 infectadas. Cada 15 min se tomó 
una imagen en el microscopio TCS-SP-5 (Leica
Figura R-1. Estudio in vivo de la formación de la factoría viral. 
) hasta las 18 horas. En las células 
control, las mitocondrias se detectaron distribuidas homogéneamente por todo el 
citoplasma (Figuras R-1-A y R-1-B).  
Mitotracker® (verde). (A) y (B) 
Células BHK-21 control. Desde (C) hasta (K) células BHK-21 infectadas. En (C) y (D) se muestra 
reclutamiento perinuclear de la señal de Mitotracker® a 2 hpi. En (E) hasta (H) Reclutamiento de la 
señal de mitocondrias y desplazamiento de la factoría viral. En (I) formación de prolongaciones 
celulares (círculos) a 11,5 hpi. En (J) a 14 hpi, se muestra una prolongación que acaba en una 
pequeña protuberancia; la flecha blanca indica señal de Mitotracker® 
 
dentro de la prolongación. (K) 
Células BHK-21 multinucleadas a 5 hpi. Barras en (A) y en (B) 20 µm. Desde (C) hasta (H) 30 µm, 
en (I) 75 µm y en (J) y en (K) 40 µm. 
En las células BHK-21 infectadas con el VBUN, se detectó reclutamiento 
perinuclear de la señal de mitocondrias a partir de 2 horas de infección (Figuras R-
1-C y R-1-D). La señal de fluorescencia del grupo de mitocondrias se desplazó con 
el tiempo, como mostró la señal de Mitotracker® (Figuras R-1-E hasta R-1-H). Las 
células infectadas se movieron más que las células sin infectar, emitiendo largas 
prolongaciones que conectan células entre sí (en ocasiones desprendiéndose de la 
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prolongación durante el movimiento celular), (Figuras R-1-I y R-1-J). La señal de 
Mitotracker®
 
 también fue detectada en el interior de finas prolongaciones (Figura 
R-1-J). A partir de 5 hpi, se observan numerosas células con 2 y 3 núcleos, lo que 
sugiere que la infección del VBUN provoca un bloqueo en la división celular 
(Figura R-1-K). 
El estudio in vivo de la formación de la factoría viral reveló que el 
reclutamiento de las mitocondrias ocurre a tiempos tempranos de la infección viral, 
entre 2-3 hpi. La señal de Mitotracker®
 
 se intensificó en regiones yuxtanucleares y se 
movió significativamente con el tiempo. La morfología de la célula infectada se 
modificó, se formaron largas prolongaciones celulares y se incrementó la movilidad 
celular. Estos estudios de vídeo-microscopía permitieron seleccionar los tiempos de 
post-infección interesantes para el análisis estructural. 
1.1.2. Inclusión en epoxi-resina EML-812. 
 
• Cortes paralelos a la base celular  
 
Los cortes de regiones basales de células control e infectadas se realizaron 
utilizando monocapas orientadas. Las estructuras membranosas más complejas y 
numerosas se detectaron en células BHK-21 infectadas (Figura R-2). Se midió el 
espaciado entre las lamelas de diez estructuras membranosas y se obtuvieron 
distancias desde 10 nm (Figura R-2-A) hasta 18 nm, aproximadamente (Figuras R-2-
B R-2-C, R-2-D y R-2-E). Estas medidas de espaciado entre las lamelas de las 
estructuras membranosas, son similares a las terminaciones finales de las espátulas 
de los pies del Tockay gecko, es decir, 10 nm (Kim y Bhusan, 2007). 
 El grado de vacuolización y vesículas intracelulares en células infectadas 
también fue superior que en células control.  
Todas las estructuras membranosas se detectaron en regiones basales, algunas 
sin conexión aparente con la célula (Figura R-2-C), en extremos celulares (Figura R-
2-D) o con una estrecha conexión a la célula (Figura R-2-E). En células control las 
escasas estructuras membranosas observadas fueron menos complejas y de menor 
tamaño y en ningún caso sobrepasaron una altura de 0,5 µm desde la base celular 
(Figura R-2-G). 
Tanto en células BHK-21 control como en infectadas, el diseño estructural de 
las estructuras membranosas fue similar, lamelas apiladas entre sí, en las que la 
membrana plasmática conecta con la lamela más externa de las estructuras. Durante 
la infección, se incrementó considerablemente la complejidad y el número de 
estructuras membranosas por célula. 
 
• Cortes perpendiculares a la base celular. 
 
Se realizaron cortes perpendiculares a la base celular en células BHK-21 
control e infectadas para favorecer la visualización de las estructuras membranosas 
en las regiones basales. Fueron escasas las estructuras membranosas encontradas en 
células BHK-21 control. En células BHK-21 infectadas, se observaron complejas 
estructuras en contacto con la superficie del sustrato, sobre el cual se crecieron las 
células (Figuras R-3).  
Las estructuras membranosas mostraron por multilamelas membranosas 
apiladas. Se estudió el espaciamiento entre 10 lamelas contiguas de estructura 
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membranosas de la Figura R-3, obteniéndose un valor medio de 34,76 nm +/- 17,68 
nm. También se tomaron 10 puntos para calcular la longitud desde la base del 
Thermanox©de la misma estructura membranosa, detectándose una distancia media 
de 627,98 nm +/- 126,38 nm. Este valor es similar a la longitud de las terminaciones 
finales de las setas de los gecos (aproximadamente 500 nm), (Kim y Bhusan, 2007). 
No se observó una conexión directa con ningún orgánulo celular, pero sí con la 
membrana plasmática. 
La orientación de los cortes perpendiculares permitió observar que las 
estructuras membranosas constituidas por lamelas membranosas se encontraron en 
regiones basales en contacto directo con la base del sustrato celular sin conexión 
directa a ningún orgánulo celular, a excepción de la membrana plasmática.  
 
Figura R-2. Micrografías electrónicas de estructuras membranosas multilamelares en células 
BHK-21 infectadas a 10 hpi (1 UFP/célula) con el VBUN. Desde (A) hasta (F), micrografías de 
estructuras membranosas procedentes de células BHK-21 infectadas con VBUN a 10 hpi. (A) 
Estructura membranosa en regiones basales de células BHK-21, el espaciado entre lamelas es 
aproximadamente de 10 nm; el espaciamiento en 7 lamelas fue de 73,07 µm. (B). Estructura 
membranosa a 0,21 µm de altura desde la base celular; la punta de flecha blanca señala una sección de 
una mitocondria próxima a la estructura, las puntas de flechas negras muestran filamentos del 
citoesqueleto. (C) Estructura a 0,5 µm de altura desde la base celular. Las flechas indican el espaciado 
entre las membranas que forman parte de la estructura. (D) y (E) Estructuras membranosas a 0,8 µm 
de altura desde la base celular. En (D) la flecha indica el espaciamiento final de las últimas lamelas de 
la estructura, 15 nm. Las flechas en (E) indican conexión con la célula. (F) Estructura 
aproximadamente a 1 µm de altura desde la base celular; la flecha indica el valor del espaciamiento 
entre lamelas, 18 nm. (G) Estructura membranosas a 0,5µm de altura desde la base celular de una 
célula BHK-21 control, las flechas negras indican conexión con la membrana plasmática. Barra en (A) 


































Figura R-3. Micrografías electrónicas de estructuras membranosas procedentes de cortes 
perpendiculares a la base celular de una célula BHK-21 infectada a 10 hpi (1 UFP/célula). (A) 
Estructura membranosa compleja (recuadro) en contacto con la superficie del Thermanox© (flecha 
negra). (B) Detalle de (A) a mayor magnificación, el rectángulo naranja señala la región de la 
estructura membranosa seleccionada para medir la distancia entre lamelas y la distancia hasta el 
Thermanox©. (C) Detalle ampliado de (B) en el que se muestra la longitud de la estructura 
membranosa hasta el contacto con el Thermanox© y el espaciado entre las lamelas. Barra en (A) 1 µm, 
en (B) 200 nm y en (C) 50 nm. 
 
1.1.3. Cortes seriados de estructuras membranosas de células BHK-21 
infectadas e incluidas en Epoxi-resina EML-812. 
 
El estudio de los cortes seriados reveló conexiones entre las estructuras 
membranosas con la membrana plasmática (Figuras R-4-A, R-4-A1 y R-4-A2). 
Desde los cortes basales hasta los apicales, la complejidad y la cantidad de lamelas 
membranosas que formaron parte de las estructuras, fue descendiendo. La lamela 
más externa de la estructura conectó directamente con la membrana plasmática 
(Figuras R-4-B hasta R-4-B3 y Figuras R-4-C hasta R-4-C2).  
Se han observado que estructuras membranosas sin aparente conexión con la 
célula en regiones basales, sí conectaron con la célula a través de la membrana 
plasmática en planos más apicales. El estudio detallado de los cortes seriados 
demostró que las estructuras membranosas aparecieron en planos basales hasta 
aproximadamente 1 µm de altura desde la base celular. Fue necesario el estudio 



































Figura R-4. Micrografías electrónicas pertenecientes a cortes seriados de estructuras 
membranosas procedentes de células BHK-21 infectadas a 10 hpi (1 UFP/célula). Secciones de 75 
nm de grosor. Desde (A) hasta (A2), cortes desde 0 a 0,41 µm de altura desde la base celular. Las 
flechas indican conexión con la membrana plasmática. Desde (B) hasta (B3), cortes desde 1,3 µm 
hasta 3 µm de altura desde la base celular, las flechas indican la última lamela membranosa que forma 
parte de la estructura. (C, C1 y C2) Cortes a 0-0,84 µm de altura desde la base celular en la que se 
detectaron dos estructuras membranosas con conexión a la membrana plasmática a través de una fina 
prolongación celular. Barras en (A) hasta (A2)1 µm, en (B) hasta (B3) 500 nm y en (C) hasta (C2) 2 
µm. 
 
1.1.4. Reconstrucción tridimensional de cortes seriados de estructuras 
membranosas multilamelares. 
 
La reconstrucción tridimensional de las estructuras membranosas se centró en 
el estudio detallado de cortes seriados y de posibles conexiones con orgánulos 
celulares. El modelo tridimensional generado volvió a demostrar la organización 
multilamelar de las estructuras membranosas, sin contacto directo con orgánulos 
celulares. Sólo se observaron sáculos dispersos de RER y mitocondrias en regiones 
próximas de la membrana plasmática de las células que presentaron estructuras 
membranosas. Sin embargo, sí se detectó la continuidad entre la lamela membranosa 
más externa de la estructura y la membrana plasmática, como se aprecia en 
determinados cortes de microscopía electrónica, mostrados en las Figuras R-5-A, R-
5-B y R-5-C. La reconstrucción tridimensional (Figura R-5-F) muestra una estructura 
membranosa formada por lamelas individuales conectada con la membrana 
plasmática a través de las lamelas membranosas más exteriores. Las estructuras 
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membranosas tienen, por tanto, su origen en la membrana plasmática, mientras que 
las endomembranas celulares no están implicadas en su formación. 
 
Figura R-5. Obtención de un modelo tridimensional de estructura membranosa mediante 5 
cortes seriados de 70 nm de grosor en células BHK-21 infectadas a 10 hpi (1 UFP/célula). Desde 
(A) hasta a (E), cortes seriados de una estructura membranosa. (A) A 0,250 µm de altura desde la base 
celular. (B) A 0,320 µm de altura desde la base celular. (C) A 0,390 µm de altura desde la base 
celular. (D) A 0,460 µm de altura desde la base celular. (E) A 0,530 µm de altura desde la base 
celular. Las flechas negras en (A), (B) y (C) indican puntos de unión con la membrana plasmática y la 
estructura membranosa. (F) Modelo tridimensional generado con el estudio de los cortes desde (A) 
hasta (E) incluidos. Barra desde (A) hasta (E), 200 nm. 
 
1.2. Caracterización de las estructuras membranosas a través de técnicas de 
microscopía óptica de fluorescencia. 
 
1.2.1. Marcador de membrana plasmática FM®1-43FX y WGA. 
 
Las estructuras visualizadas en MET presentaron tamaños de varias micras de 
longitud y hasta 1 µm de altura en el eje Z. Los cortes seriados y orientados 
permitieron observar la continuidad de las lamelas más externas de las estructuras 
con la membrana plasmática. Para estudiar su localización en células completas, se 
usaron marcadores de membrana plasmática. Se usó la sonda FM®1-43FX, que se 
une rápida y reversiblemente a la membrana plasmática, provocando una intensa 
fluorescencia verde. La sonda WGA, en ausencia de agentes permeabilizantes, 
permitió también el marcaje del contorno celular. La señal de FM®1-43FX no fue 
específica de membrana plasmática y marcó también compartimentos membranosos 
intracelulares. La sonda FM®1-43FX marca el contorno celular predominantemente 
en células nerviosas. Sin embargo, la lectina WGA marca el glicocálix de un amplio 
rango de células, al unirse al ácido N-acetilneuramínico (ácido siálico) y a restos de 
N-acetilglucosamina (Figura R-6-A y R-6-B). En la Figura R-6-B se muestra todo el 
contorno de la célula, que presentó rugosidades o “blebs” en algunas zonas de la 















Figura R-6. Estudio por microscopía confocal del contorno celular de las células BHK-21 
control e infectadas a 10 hpi (1 UFP/ célula) marcadas con la lectina WGA. WGA 594 (rojo). (A) 
Células BHK-21 control marcadas con WGA 594 sin permeabilizar. (B) Células BHK-21 infectadas a 
10 hpi, marcadas con WGA 594 sin permeabilizar. Las flechas blancas muestran rugosidades de la 
membrana plasmática situadas en un extremo celular. Barra en (A) 25 µm y en (B) 5 µm. 
 
1.2.2. Comparación de estructuras membranosas encontradas en MET y 
marcaje del contorno celular usando la sonda WGA sin permeabilizar. 
 
Se encontraron similitudes en las estructuras membranosas marcadas con 
WGA en células a 10 hpi (1 UFP/célula) y las estructuras membranosas procedentes 
de cortes ultrafinos de MET (Figura R-7). La intensidad de la fluorescencia de estas 
estructuras fue mayor que en otras zonas de la membrana plasmática, lo cual sugiere 
un posible apilamiento de membranas. En la imagen A de la Figura R-7 se midieron 
las dimensiones de la estructura en los ejes X e Y, siendo 2,83 μm y 3,54 μm, 
respectivamente. Se calculó el área de la estructura siendo de 8,644 µm2. También se 
midió la distancia entre el borde de la membrana plasmática hasta el final de la 














Figura R-7. Comparación de estructuras membranosas observadas en microscopía de 
fluorescencia y en cortes de MET en células BHK-21 infectadas a 10 hpi (1 UFP/célula). (A) 
Detalle de estructura marcada con la sonda WGA en una célula BHK-21 infectada 10 horas. Se 
muestran las dimensiones de la estructura y la distancia de la conexión con la membrana. (B) 
Micrografía electrónica de un corte de 70 nm grosor de una estructura membranosa detectada en una 
célula BHK-21 infectada a 10 hpi. Las flechas negras indican la zona de conexión de las estructuras 





1.2.3. Reconstrucción de planos confocales usando el programa “Image J”. 
 
Usando los planos confocales de la estructura mostrada en la figura R-7-A, se 
realizó una reconstrucción tridimensional con el programa “Image J”. La estructura 
marcada con la lectina WGA alcanzó una altura de varios cientos de nanómetros 
(Figuras R-8-A y R-8-B), del mismo modo que en los cortes seriados estudiados por 
MET. Esto explicaría la aparente falta de conexión de las estructuras con la célula en 
el estudio de cortes seriados de MET, ya que dicha conexión se produce sólo en 




















Figura R-8. Reconstrucción tridimensional de una estructura membranosa detectada con la 
sonda WGA utilizando el programa “Image J” en células BHK-21 infectadas a 10 horas. En (A) 
y (B) estudio de los ejes X, Y, Z de la reconstrucción tridimensional de los planos de microscopía 
confocal de la estructura visualizada en la Figura R-7-A. (C) Imagen de fluorescencia de la estructura 
membranosa marcada con la sonda WGA de la que se obtuvo las reconstrucciones de (A) y (B). Barra 
en (C) 2 µm. 
 
1.2.4. Estudio de las estructuras membranosas de células BHK-21 por MET 
con la lectina WGA in vivo. 
 
La ultraestructura celular no se alteró por el tratamiento previo con la lectina 
WGA en células BHK-21 vivas, sino que favoreció ligeramente el contraste de los 
orgánulos membranosos (Figura R-9-A) como lisosomas, cuerpos multivesiculares, 
mitocondrias y membrana plasmática.  
Respecto a las estructuras membranosas, se observaron con claridad 
conexiones entre la lamela membranosa más externa de la estructura y la membrana 
plasmática (Figura R-9-B, R-9-C y R-9-D). Alrededor de las células también se 
detectaron filamentos extracelulares, entre los que se pudieron visualizar las nuevas 




Figura R-9. Micrografías electrónicas de regiones basales de células BHK-21 infectadas a 10 
hpi (1 UFP/célula) y tratadas in vivo con la sonda WGA. (A) Región del citoplasma de las células 
BHK-21 infectadas en las que se observan lisosomas altamente contrastados (flechas negras) y virus 
intracelulares (flechas blancas). Desde (B) hasta (D) estructuras membranosas aproximadamente a 0,6 
µm de altura desde la base celular; las flechas negras indican conexión con la membrana plasmática, 
la flecha blanca en (C) indica un virus extracelular. (E) Zona basal de liberación de virus, las flechas 
blancas indican dos virus extracelulares. Se observan filamentos extracelulares próximos a los virus. 
Barras en (A), (B) y (C) 200 nm, y en (D) y (E) 100 nm. 
 
1.2.5. Cuantificación de estructuras membranosas por técnicas de 




El estudio de las estructuras membranosas visualizadas por MET y de las 
posibles estructuras estudiadas por microscopía de fluorescencia, se completó con el 
desarrollo de protocolos de microscopía correlativa.  
Se crecieron células BHK-21 control e infectadas sobre Thermanox© 
marcados con una cuadrícula. Para preservar mejor las estructuras membranosas, se 
el medio de cultivo no fue retirado durante la fijación de las células. De este modo, 
permitió una cuantificación más precisa de las estructuras membranosas por célula. 
Se estudiaron 6 posiciones de fragmentos de Thermanox© y en cada posición se 
estudiaron aproximadamente 4 células. Se hizo un estudio total sobre 24 células 
BHK-21 infectadas y 24 células BHK-21 control.  
Se seleccionaron células con largas prolongaciones similares a las 
visualizadas en los vídeos de infección de células vivas tratadas con Mitotracker® 
(Figura R-10-A). El estudio de las zonas seleccionadas se facilitó por las letras 
realizadas en la superficie del Thermanox© que quedaron marcadas en la resina tras 
la polimerización, permitiendo localizar las regiones de interés para su posterior 
estudio en MET (Figura R-10-B). Se observaron estructuras membranosas próximas 
entre sí (Figura R-10-C). Se detectaron conexiones directas entre la última lamela de 
las estructuras membranosas y la membrana plasmática (Figuras R-10-C1 y R-10-
D1). Además, se observaron estructuras membranosas en extremos celulares (Figuras 
R-10-C2 y R-10-D2). También, se observaron estructuras membranosas entre dos 
células contiguas. En cortes más apicales, a 1,750 y 2,8 µm de altura desde la base 
celular, se visualizaron estructuras membranosas asociadas a prolongaciones 
celulares y conectadas con la membrana plasmática. En los cortes más basales, se 
detectaron filamentos extracelulares, entre los cuales se observaron virus 
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extracelulares. El estudio de células BHK-21 control no reveló estructuras 
membranosas tan complejas, ni tan numerosas. En las células BHK-21 control se 
observó ocasionalmente una estructura membranosa por célula. El número de 
estructuras membranosas detectadas en células BHK-21 infectadas fueron de 2-3 
estructuras por célula a 16 hpi. Algunas de las estructuras estudiadas alcanzaron más 
de 500 nm de altura desde la base celular. 
 
Figura R-10. Estudio por microscopía correlativa de estructuras membranosas “gecko-like” 
en células BHK-21 infectadas a 16 hpi (1 UFP/célula). (A) Selección de células infectadas, las 
flechas verdes indican la región a estudiar en (C), (C1) y (C2). Las flechas rojas indican la región de la 
célula para estudiar en (D), (D1) y (D2). (B) Cortes seriados de las células en (A). Secciones ultrafinas 
de 70 nm de grosor desde (C) hasta (C2) a 0,675 µm de altura desde la base celular. Las flechas 
verdes indican estructuras membranosas estudiadas a mayor magnificación en (C1) y (C2). Secciones 
ultrafinas de 70 nm de grosor desde (D) hasta (D2) a 1,1 µm de altura desde la base celular. La flecha 
roja en (D) indica la estructura membranosa seleccionada para ser estudiadas a mayor magnificación 
en (D1) y (D2). Barra en (B) 100 µm, (C) y (D) 1 µm, en (C1) y (C2) 200 nm y en (D1) y (D2) 100 
nm. 
 
Estudio dinámico de la formación de las estructuras membranosas usando 
vídeo-microscopía de célula viva. 
 
Se realizaron tres tipos de ensayos con células vivas BHK-21 y la sonda 
WGA, con el objetivo de estudiar los cambios en la membrana plasmática que dan 
lugar a la formación de las estructuras membranosas y poder realizar una 
cuantificación por célula. En cada ensayo, se estudiaron 15 posiciones de células y en 
cada posición se detectaron aproximadamente 8 células; en total, se estudió el 
comportamiento de 360 células infectadas y tratadas con la sonda WGA.  
En el primer ensayo, se observó la internalización progresiva de la señal de la 
lectina WGA desde la membrana plasmática a regiones perinucleares. Al añadir de 
nuevo la sonda WGA al medio de cultivo transcurridas 10 horas, se incrementó la 
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detección de estructuras conectadas a la membrana plasmática a través de finas 
prolongaciones celulares (2-3 por célula), coincidiendo con el tiempo de post-
infección al que se produce la máxima liberación de nuevos virus (Salanueva y cols., 
2003). Transcurridas 18 hpi, se incrementaron las vesículas intracelulares marcadas 
con la lectina WGA. Los extremos de prolongaciones celulares en ocasiones 
perdieron conexión directa con la célula (Figuras R-11-A hasta R-11-H). Los 
extremos de estas prolongaciones fueron similares por tamaño y morfología, a las 
estructuras membranosas observadas en los cortes de MET y en microscopía 
correlativa (Figuras R-11-G y R-11-H). 
 
Figura R-11. Vídeo-microscopía de la formación de estructuras conectadas a la membrana 
plasmática en células BHK-21 infectadas y vivas (1 UFP/célula). WGA 594 (rojo). Desde (A) hasta 
(H) una célula BHK-21 infectada (1 UFP/célula) en la que se observa la formación de una estructura 
similar en tamaño y morfología a las estructuras membranosas visualiazadas en MET. (A) 1 hpi, (B) 2 
hpi, (C) 3 hpi, (D) 4 hpi, (E) 5 hpi, (F) 6 hpi, (G) 7 hpi y (H) 8 hpi. Las puntas de flechas blancas 
indican una estructura de dimensiones similares a las de las estructuras membranosas observadas en 
MET. En (C) y (D) además, se observa la conexión entre la membrana plasmática y la estructura 
similar a las visualizadas por técnicas de MET. La señal de la sonda WGA se intensificó en regiones 
perinucleares. La membrana plasmática se visualiza mejor a tiempos cortos de infección (1 y 2 hpi). 
(I) y (J) Células BHK-21 infectadas a 18 hpi y marcadas de nuevo con la sonda WGA; las flechas 
blancas indican prolongaciones celulares. Barras desde (A) hasta (H) 5µm, en (I) 15 µm y en (J) 25 
µm. 
 
El segundo ensayo, se diluyó la sonda WGA en el inóculo viral. El marcaje 
de la lectina fue similar al del primer ensayo, concentrándose en zonas perinucleares. 
A partir de las 10 hpi, las células desarrollaron largas prolongaciones celulares 
coincidiendo en número con el primer ensayo, 2-3 estructuras por célula. 
Transcurridas 19 hpi, se volvió a añadir la sonda WGA al cultivo. A las 21 hpi, la 
mayoría de la monocapa se había desprendido, pero las células que se mantuvieron 
desarrollaron prolongaciones celulares conectadas a la membrana plasmática que 
recordaban en dimensiones a las estructuras membranosas (Figuras R-12-A y  
R-12-B).  
En el tercer ensayo, la adición de la sonda WGA se realizó después de la hora 
de adsorción viral y se hizo un seguimiento durante 10 horas. Las células BHK-21 
infectadas, de nuevo, desarrollaron largas prolongaciones, coincidiendo con los 
anteriores ensayos (2-3 por célula a partir de 10 hpi). Se repitió el marcaje de la 
lectina, concentrándose principalmente en vesículas en zonas perinucleares durante 
la infección. 
El estudio de la infección viral in vivo y el marcaje con la lectina WGA 
permitió el estudio de la formación de estructuras similares a las visualizadas en 
MET, conectadas con la membrana plasmática a través de finas prolongaciones. Se 
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desarrollaron 2-3 estructuras por célula a partir de 10 hpi. Además, se detectó que las 














Figura R-12. Formación de estructuras conectadas a la membrana plasmática en células BHK-
21 infectadas a 21 hpi (1 UFP/célula) marcadas con la lectina WGA. WGA 594 (rojo). En (A) y 
(B) se observan finas prolongaciones procedentes de células BHK-21 vivas e infectadas, cuyas 
terminaciones están marcadas con WGA. Barras 10 µm. 
 
Los resultados obtenidos por microscopía correlativa y vídeo-microscopía 
coincidieron en el número de estructuras membranosas desarrolladas por célula (2-3 
estructuras) durante la infección del VBUN a las horas estudiadas, 10, 16 y 21 hpi, 
respectivamente. Por todo ello, se pudo determinar que los extremos de las 
prolongaciones de las células infectadas visualizadas por vídeo-microscopía 
terminaban en multilamelas conectadas con la membrana plasmática, formando las 























Figura R-13. Formación de prolongaciones celulares durante la infección del VBUN en células 
BHK-21 infectadas (1 UFP/célula). (A) Micrografía electrónica de un corte ultrafino de 75 nm de 
grosor de una estructura membranosa situada en un extremo celular a 0,620 µm de altura de la base 
celular de una célula BHK-21 infectada a 10 hpi. (B) Estructura visualizada con la sonda WGA en 
célula BHK-21 viva e infectada a 18 hpi. (C) Célula BHK-21 infectada a 18 hpi. (D) Célula BHK-21 a 
0 hpi, el círculo marca una pequeña prolongación. (E) Las mismas células que en (D) infectadas a 10 
hpi, los círculos marcan las prolongaciones generadas por célula (2-3). Barra en (A) 200 nm, en (B) y 
(C) 20 µm (D) y en (E) 25 µm. 
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1.2.6. Participación del citoesqueleto celular en la formación de 
prolongaciones celulares y en las estructuras membranosas. 
 
La caracterización de las estructuras membranosas por técnicas de 
inmunofluorescencia se complementó con la búsqueda de proteínas relacionadas en 
la formación de estas novedosas estructuras. Se estudió el citoesqueleto de actina, 
vimentina, β-tubulina y la señal del contorno celular marcado con la lectina WGA. 
En células control, la señal de β -tubulina presentó un patrón filamentoso distribuido 
homogéneamente por todo el citoplasma. En células BHK-21 control e infectadas, la 
señal de vimentina, también, fue filamentosa formando finas prolongaciones (Figura 
R-14-A y R-14-B) y su presencia fue ocasionalmente detectada en el extremo de 
prolongaciones (Figura R-14-C y R-14-C1). Durante la infección, no se observaron 
cambios de distribución de β-tubulina que pudieran sugerir relación con la formación 
de las estructuras membranosas marcadas con la lectina WGA (resultados no 
mostrados) y la señal de actina marcó predominantemente fibras de estrés en la 
periferia celular (Figura R-14-B). 
Los ensayos por inmunofluorescencia de células BHK-21 infectadas con el 
VBUN no demostraron la presencia, β-tubulina o actina en las estructuras objeto de 
estudio marcadas con la sonda WGA. 
Figura R-14. Distribución de vimentina y actina en células BHK-21 control e infectadas a 16 
hpi (1 UFP/célula) en relación con el marcaje de la lectina WGA. Vimentina (verde), actina (azul) 
y WGA (rojo). (A) Células BHK-21 control; la vimentina se distribuye formando filamentos y en 
finas prolongaciones. (B) Células BHK-21 infectadas a 16 hpi; la señal de vimentina se detecta en 
prolongaciones de forma similar a las células control, mientras que la señal de actina marca fibras de 
estrés en la periferia celular. La señal de la sonda WGA marcó regiones del trans-Golgi. En (C) se 
muestra la proyección de una célula BHK-21 control con una prolongación marcada con la sonda 
WGA, cuya terminación es similar a las terminaciones de prolongaciones celulares observadas por 
vídeo-microscopia. Sin embargo, la proyección de la señal de vimentina (C1) y de la sonda WGA 
(C2) son excluyentes (flechas blancas). (C3) Proyección de la señal de actina que se sitúa en la 





Debido a que en los cortes ultrafinos estudiados por MET, se detectaron 
citernas del RER próximos a la membrana plasmática de las células que 
desarrollaron estructuras membranosas, se estudió por inmunofluorescencia la 
distribución del retículo endoplasmático en relación a la señal de la sonda WGA en 
células infectadas. Transcurridas 10 hpi, la señal de RER (detectado con el 
anticuerpo α-PDI) presentó un patrón reticulado por todo el citoplasma, pero no se 
detecto en regiones próxima a la membrana plasmática (resultados no mostrados).  
Por otro lado, la organización de las estructuras membranosas objeto de 
estudio, recordaba a la de los lisosomas; por ello, se quiso comprobar si la secreción 
de lisosomas podría estar relacionada con la formación de estas estructuras. Para 
detectar lisosomas se utilizó la sonda de célula viva Lysotracker®
Figura R-15. Distribución de marcadores de lisosomas en células BHK-21 infectadas a 14 y 8 
hpi (1 UFP/célula). En (A) y (B) 
 y el anticuerpo 
específico contra la glicoproteína transmembrana presente en los lisosomas, Lamp-1. 
No hubo colocalización entre la señal del contorno celular marcado con la sonda 
WGA y la señal de los dos marcadores de lisosomas en células BHK-21 infectadas a 
10 hpi (Figura R-15). Se desestimó por tanto, la naturaleza lisosomal de las 
estructuras conectadas a la membrana plasmática de células infectadas marcadas con 
la lectina WGA 
Lysotracker® (rojo), WGA 647 (azul). En (C) y (D), Lysotracker®
 
 
(rojo), Lamp-1 (azul), Gc (verde) y DAPI (cian). (A) Células BHK-21 control. (B) Células BHK-21 
infectadas a 14 hpi. (C) Células BHK-21 control (D) y (E) Células BHK-21 infectadas a 8 hpi, las 
flechas indican señal de la glicoproteína Gc. Barras 50 µm. 
Por último se estudió la posible participación de las proteínas cortactina y 
vinculina en la formación de estructuras membranosas. La cortactina une 
microfilamentos de actina entre sí, mientras que la vinculina es una proteína de 
membrana relacionada con adhesiones focales y el anclaje de las integrinas al 
citoesqueleto de actina. Transcurridas 10 hpi, el patrón filamentoso de cortactina 
desapareció (Figura R-16-B). También fue el caso de la vinculina (Figura R-16-D). 
El estudio por inmunofluorescencia de las proteínas cortactina y vinculina demostró 
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que durante la infección, ambas proteínas perdieron su patrón característico y 
tampoco parecen estar relacionadas con la formación de estructuras membranosas. 
Figura R-16. Distribución de cortactina y vinculina en células BHK-21 control e infectadas a 
10 hpi (1 UFP/célula). En (A) y (B) cortactina (verde) y DAPI (azul). En (C) y (D) vinculina (verde) 
y DAPI (azul). En (A), células BHK-21 control, el patrón de cortactina es filamentoso. En (B), células 
BHK-21 infectadas a 10hpi desapareció la señal filamentosa de cortactina. En (C) las células BHK-21 
control, el patrón de vinculina es filamentoso, próximo a la membrana plasmática. En (D) las células 
BHK-21 infectadas, la señal de vinculina ha perdido su patrón característica. Barras de 50 µm. 
 
1.3. Detección de proteínas del citoesqueleto por Western blot. 
 
Muestras procedentes de monocapas de células BHK-21 control e infectadas 
a 16 hpi, fueron recogidas en tampón Laemmli x2 para estudiar posibles cambios de 
expresión de proteínas relacionadas con la adhesividad celular y el citoesqueleto 
celular a 1 UFP/célula. A las horas de infección estudiadas, el 100% de las células 
BHK-21 se encuentran infectadas. No se detectaron bandas asociadas a la proteína 
Rho-A ni de integrina-α4, probablemente por falta de reconocimiento de los 
anticuerpos en la línea celular BHK-21. Se estudiaron proteínas relacionadas con la 
adhesividad celular y el citoesqueleto celular (cortactina y vinculina) utilizando la 
actina como control de carga. En cuanto a los niveles de expresión de la vinculina en 
las muestras infectadas, no se observaron cambios significativos en comparación con 
las muestras control (Figura R-17-A). Respecto a cortactina, tampoco se detectaron 
cambios significativos entre muestras control e infectadas (Figura R-17-B).  
Los resultados por Western blot no demostraron cambios significativos de 








Figura R-17. Western blot procedentes de extractos celulares BHK-21 control e infectados a 
16 hpi con VBUN (1 UFP/célula). En cada pocillo se cargaron 20 μl de muestra en un gel de 
poliacrilamida al 12%. (A) Detección de la proteína vinculina en células BHK-21 control e infectadas. 
(B) Detección de la proteína cortactina en células BHK-21 control e infectadas. 
 
La inexistente información en la Bibliografía en cuanto a las estructuras 
membranosas, junto al limitado número de anticuerpos de marcadores celulares que 
son reactivos en células BHK-21, nos llevó a estudiar la posible existencia de las 
estructuras membranosas en células de origen humano infectadas con VBUN. Se 
utilizaron dos líneas diferentes, MRC-5 y HEp-2, susceptibles a la infección de 
VBUN (Young y cols., 2003). Las células MRC-5 son fibroblastos embrionarios de 
pulmón, mientras que HEp-2 son células epiteliales de morfología poligonal. Se 
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quiso comprobar si en estas células de origen humano infectadas con VBUN se 
detectaban las estructuras membranosas.  
El siguiente bloque de resultados recoge los distintos experimentos realizados 
usando células MRC-5 para estudiar la existencia de las estructuras membranosas, 
así como la caracterización de la infección del virus VBUN en estas células.  
 
2. Infección del VBUN en células humanas MRC-5. 
 
El estudio de posibles estructuras membranosas en células MRC-5 comenzó 
por una caracterización de la infección viral a través de la realización de la curva del 
crecimiento del VBUN sobre células MRC-5. 
 
2.1. Caracterización de la infección del VBUN en células MRC-5. 
 
2.1.1. Estudio de la progresión de la infección viral usando anticuerpos 
contra la proteína N y Gc. 
 
En células MRC-5 control se observó que la población era heterogénea, 
variabilidad que consistió fundamentalmente en el tamaño de las células y sus 
núcleos. Se hicieron recuentos de 1.100 células MRC-5 control observándose que en 
el 13,45% de la población, los núcleos fueron superiores a 12 μm de diámetro.  
También se hizo un recuento de 1.379 células MRC-5 infectadas a 8 hpi y se observó 
que el 14,45% de las células, presentaron núcleos con diámetro superior a 12 μm.  
Se estudió la infección localizando la proteína N, a distintos tiempos de 
infección (6, 8, 14, 18, 22 y 24 hpi), y se anotó el número de células MRC-5 
infectadas para analizar la progresión de la infección en la monocapa durante las 
horas del estudio (Figura R18). Se detectó señal de N a partir de 8 hpi en el 10% de 
las células MRC-5 (Figura R-18-B). Transcurridas 14 hpi, el 28,88% de las células 
presentaron marca con anti-N (Figura R-18-C).  
A lo largo de las horas de infección, el porcentaje de células con marca de N 
se incrementó; así, transcurridas 18 hpi (Figura R-18-D), el 36,55% de las células 
MRC-5 presentaron fluorescencia y a 22 hpi (Figura R-18-E) el porcentaje fue del 
76,26%. Transcurridas 24 hpi, el 81,25% de las células MRC-5 presentaron señal con 
el anticuerpo anti-N (Figura R-18-F). La progresión de la infección, fue más lenta 
que en células BHK-21, en las que transcurridas 10 hpi, prácticamente toda la 
monocapa está infectada. 
Se localizó también la glicoproteína Gc, que dio lugar a una señal dispersa 
por todo el citoplasma en células MRC-5 de núcleos superiores a 12 µm de diámetro. 
Se realizó un seguimiento a 5, 7, 10, 12, 14, 16, 24 y 48 hpi y la señal del anticuerpo 
α-Gc fue incrementándose en la monocapa durante el transcurso de la infección. A 
tiempos cortos de infección, 5 y 7 hpi, el porcentaje de células MRC-5 con señal de 
Gc y con núcleos de diámetro superior de 12 µm, no superó el 8% de la población. 
Transcurridas 24 hpi, el 80% de la monocapa presentó señal de Gc, siendo el l6,66% 






















Figura R-18. Distribución de la proteína N en células MRC-5 infectadas con VBUN. N-947 
(verde), DAPI (azul). (A) 6 hpi, (B) 8 hpi, (C) 14 hpi, (D) 18 hpi, (E) 22 hpi y (F) 24 hpi. El patrón 
reticulado de la proteína N no varía a lo largo del tiempo. Barras en (A) y (B) 25 µm y en (C), (D), (E) 
y (F) 50 µm. 
 
2.1.2. Curva de crecimiento del VBUN crecido en células MRC-5. 
 
Se hicieron diluciones decimales de un stock del VBUN generado y titulado 
previamente en células BHK-21, con el que se inocularon células MRC-5. Después 
de 6 dpi, no se visualizaron placas de lisis por lo que se repitió la titulación, 
revelando los focos de infección mediante inmunofluorescencia utilizando el 
anticuerpo α-N-947. La titulación se realizó con cuatro réplicas de células MRC-5 
infectadas con diluciones decimales conocidas.  
Los recuentos de focos de fluorescencias se realizaron en la dilución 10-4. Se 
contaron 3 focos de fluorescencia aislados en esta dilución (Figura R1-19), lo que 
significó que el título viral producido transcurridos 6 dpi fue de 1,75x105 UFF/ml 
(Unidad de Foco de Fluorescencia/mililitro).  
Se infectaron células MRC-5 a 1 UFF/célula y a 0,1 UFF/célula y se 
recogieron los sobrenadantes para ser titulados en células MRC-5 y BHK-21. 
Transcurridos 6 dpi, se observaron placas de lisis en las células BHK-21 pero no en 
células MRC-5. Se repitió el experimento y al cabo de 6 dpi, se volvieron a encontrar 
placas de lisis en las células BHK-21 mientras que en las células MRC-5 se intentó 













Figura R-19. Inmunotitulación del stock de VBUN en células MRC-5 infectadas con el VBUN 
a través de focos de fluorescencia. (A) Proyecciones DIC y señal fluorescente correspondiente a la 
proteína N. Monocapa de células MRC-5 infectadas con VBUN a 6 dpi y dilución 10-1. (B) Monocapa 
de células MRC-5 infectadas con VBUN a 6 dpi y dilución 10-2. (C) Monocapa de células MRC-5 
infectadas con VBUN a 6 dpi y dilución 10-3. (D) y (E) Dilución 10-4. 
 
Las placas de lisis en células BHK-21 producidas por virus VBUN 
procedentes de células MRC-5, fueron de menor diámetro que las producidas por 
virus procedentes de las mismas células BHK-21. Infectando a 1 UFF/célula se 
alcanzó un título viral máximo transcurridas 18 hpi (Figura R-20). A partir de 40 hpi 
disminuyó el título progresivamente hasta 96 hpi. Al infectar a 0,1 UFF/célula, la 
curva alcanzó un máximo transcurridas 96 hpi. Transcurridas 140 hpi, no se observó 
una brusca disminución en la curva infectando a 0,1 UFF/célula. Al infectar a 1 
UFF/célula, la producción viral se mantuvo constante hasta las 40 hpi. A partir de 
este tiempo, la producción viral decayó debido a la muerte de las células MRC-5 por 
desprendimiento en la placa de cultivo y el probable deterioro de las partículas 
virales presentes en el medio. Al infectar con un inóculo 10 veces menor, la 
liberación de las nuevas partículas virales al medio fue más progresiva y no se 
produjo una caída en el título viral tan acusado como en la curva obtenida al infectar 
a 1 UFF/célula. 
Utilizando técnicas de inmunotitulación en células MRC-5 infectadas, se 
pudo conocer el título máximo alcanzado de un stock conocido de VBUN, que fue de 
105 UFF/ml. En células BHK-21 infectadas, este mismo stock viral, alcanzó un título 
viral superior, que fue de 2,1 107 UPF/ml. Sin embargo, no se pudo titular sobre 
células MRC-5 el virus VBUN liberado de estas mismas células, ni por ensayos de 
placas de lisis, ni por focos de fluorescencia, impidiendo conocer exactamente las 
UFP/célula durante la infección. Debido a esto, los virus procedentes de células 
MRC-5, fueran titulados siempre por ensayo de placa de lisis sobre células BHK-21. 
Por lo que los valores de infectividad de los stocks en células MRC-5 son 
aproximados, aunque cuantificando el número de células MRC-5 fluorescentes 
infectadas a 1 UFF/célula se obtuvieron valores equivalentes a los ensayos con 




Figura R-20. Curva de crecimiento del virus VBUN procedente de células MRC-5 en células 
BHK-21. La curva rosa indica la cantidad de virus producido a 1 UFF/célula y recogidos desde 6 
hasta 96 hpi. La curva azul indica la titulación del virus a 0,1 UFF/célula recogidos desde 6 hasta 140 
hpi. 
 
2.1.3. Distribución de la glicoproteína Gc en células MRC-5 infectadas.  
 
Se estudió la distribución de la glicoproteína Gc, uno de nuestros marcadores 
de ensamblaje viral, en relación a las regiones trans-Golgi y cis-media-Golgi, 
marcadas con la sonda WGA y el anticuerpo anti-Gigantina respectivamente, para 
comprobar cuáles eran las regiones del aparato de Golgi en las que se acumulaba la 
glicoproteína Gc, en donde se localiza por tanto el ensamblaje del virus. En el primer 
ensayo, se realizó un seguimiento de la infección a distintos tiempos (6-48 hpi) 
infectando a 1 UFF/célula. La distribución de la señal de la glicoproteína Gc, se 
detectó en zonas perinucleares en las primeras horas de infección. Transcurridas 10-
12 hpi, la distribución del marcaje del anticuerpo α-Gc, se observó próxima a la 
membrana plasmática y en filamentos (Figuras R-21-A y R-21-D). Se repitió el 
estudio utilizando un anticuerpo específico de la región del trans-Golgi, TGN-46 
(Figuras R-21-B y R-21-E). No se detectó colocalización entre las señales de TGN-
46 y Gc. Tampoco se detectó colocalización entre el marcador de la región trans-
Golgi, WGA y Gc (Figuras R-21-C y R-21-F). 
Sí se observó la colocalización entre la glicoproteína Gc y la señal de 
Gigantina (Figura R-21-F), por lo que se demostró que, al igual que en células BHK-
21, el VBUN en estas células se ensambla en la región cis del aparato de Golgi. En 
células MRC-5 cuyos núcleos fueron anormalmente grandes, la señal de Gc fue 
punteada por todo el citoplasma y no se detectó colocalización con Gigantina. Por lo 











Figura R-21. Distribución de la glicoproteína Gc y el aparato de Golgi en células MRC-5 
infectadas con VBUN (1 UFF/célula). En (A) y (D), células MRC-5 infectadas a 12 y 16 hpi, 
respectivamente (1 UFF/célula), WGA (rojo), Gc (verde) y DAPI (azul) La sonda WGA marcó la 
región del trans-Golgi. En (D) se observan filamentos marcados con anti-Gc (flechas blancas). (B) y 
(E) Estudio de la región trans-Golgi usando un anticuerpo contra la proteína TGN-46. TGN-46 (rojo), 
Gc (verde) y DAPI (azul). (B) Células MRC-5 control. (E) Células MRC-5 infectadas a 8 hpi (1 
UFF/célula). (C) y (F) Estudio de la región cis-media del aparato de Golgi. WGA (rojo), Gc (verde), 
Gigantina (azul). En (C) Células MRC-5 control. En (F) células MRC-5 infectadas a 10 hpi (1 
UFF/célula), la flecha blanca indica la región de colocalización entre Gc y Gigantina (color cian). 
Barra en (A), (C), (D) y (E) de 50 µm, y en (B) y (F) 25 µm. 
 
2.1.4. Marcadores de lisosomas y mitocondrias en células MRC-5 
infectadas. 
 
La organización multilamelar de las estructuras membranosas observadas en 
células BHK-21 infectadas, recordó a la ultraestructura multilamelar de lisosomas. 
Aunque en células BHK-21 se demostró que no había relación entre las estructuras 
membranosas marcadas con la sonda WGA y marcadores de lisosomas, se quiso 
comprobar si en células MRC-5 infectadas con el VBUN, existe esta relación, o si el 
sistema lisosomal participa en las células MRC-5 que no ensamblan el virus en la 
región cis-media Golgi. 
Se estudió la distribución de los lisosomas utilizando la sonda en células 
vivas, Lysotracker®, y un anticuerpo específico de la glicoproteína transmembrana de 
lisosomas, Lamp-1. La señal de la sonda Lysotracker® y la señal del anticuerpo 
Lamp-1 no colocalizaron completamente. Este resultado puede ser explicado porque 
la sonda marca preferentemente lisosomas, pero también, otras vesículas de 
naturaleza acídica. Sin embargo, el anticuerpo anti-Lamp-1 se dirige, 
exclusivamente, a la membrana de los lisosomas. También se estudió la distribución 
de CD63 (marcador de lisosomas, endosomas tardíos y cuerpos multivesiculares), 
junto a la distribución de las mitocondrias durante la infección, marcadas con 
Mitotracker®. CD63 es una tetraspanina con cuatro dominios transmembrana que 




En células MRC-5 infectadas a 8-12 hpi (1 UFF/célula), no se observó 
colocalización entre marcadores de lisosomas (Lysotracker® y Lamp-1) y la señal de 
la glicoproteína Gc. Sin embargo, sí se observó reclutamiento a regiones 
perinucleares de la señal de mitocondrias. No se detectó señal lisosomal ni 
mitocondrial próxima a la membrana plasmática. Respecto a la distribución de CD63 
en células infectadas con el virus recombinante VBUN-GFP-NSm (rBUNM-NSm-
EGFP) transcurridas 8 hpi (Figura R-22), se observó proximidad en la localización de 
ambas señales al estudiar los planos confocales. Durante la infección del VBUN en 
células MRC-5, se intensificó la señal de Lysotracker®
Figura R-22. Distribución de marcadores lisosomales (CD63 y 
, Lamp-1 y CD63 en regiones 
perinucleares probablemente, debido al reclutamiento de orgánulos a estas regiones. 
La señal del virus VBUN-GFP-NSm también se detectó en regiones perinuclearles 
pero no se detectó un colocalización real con los marcadores lisosomales, tanto en 
células con núcleos de más de 12 µm de diámetro como en el resto. 
Lysotracker®) y el virus VBUN-
GFP-NSm en células MRC-5. CD63 (azul), Lysotracker®(rojo) y VBUN-GFP-NSm (verde). (A) 
Células MRC-5 control. (B) Proyección total de las proyecciones de CD63 (B1), Lysotracker®
 
 (B2) y 
VBUN-GFP-NSm (B3) de células MRC-5 infectadas a 8 hpi (1 UFF/célula). Las flechas blancas 
indican regiones perinucleares donde las tres señales localizan. Barras 10 µm. 
Los resultados de la distribución de marcadores lisosomales (Lysotracker®
 
, 
Lamp-1 y CD63) en células MRC-5 infectadas con el VBUN-GFP-NSm 
demostraron que durante la infección se reorganizaron en regiones próximas al 
núcleo celular. Por tanto, las membranas de origen lisosomal no están relacionadas 
con la morfogenésis del VBUN en células MRC-5. 
2.1.5. Estudio del sitio de replicación del VBUN en células MRC-5 
utilizando Bromouridina. 
 
Para identificar el lugar de ensamblaje del complejo replicativo del VBUN en 
células MRC-5, se añadió Bromouridina (BrUr) a células vivas e infectadas. La 
Bromouridina es un compuesto que se ha utilizado para marcar la síntesis de nuevas 
hebras de ARN (Koberna y cols., 2000). Aunque está descrito que en células BHK-
21 existe un silenciamiento celular provocado por el VBUN (Shi y cols., 2009), nos 
aseguramos de que la única señal de ARN observada en células MRC-5 infectadas, 
fuera de origen viral. Para ello se añadió la droga actinomicina-D. Esta droga fue 
añadida 30 min antes de la adición de BrUr para bloquear la transcripción celular y la 
elongación por parte de la ARN polimerasa tipo II (Yu, 1980) ya que se une al ADN. 
Para el estudio se usó el doble de multiplicidad de infección (2 UFF/célula) para 
favorecer la visualización de ARN de nueva síntesis. No se detectó colocalización 
total entre Gc y BrUr, aunque sí se detectaron en las mismas regiones perinucleares 
(Figura R-23). La glicoproteína Gc no forma parte de los complejos replicativos en 
células MRC-5 infectadas con el VBUN, pero sí de los sitios de ensamblaje en el 
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aparato de Golgi, donde parecen localizarse también los complejos replicativos, al 
igual que en células BHK-21. 
También se estudió la relación de la señal de BrUr con la de CD63 para 
comprobar si los lisosomas, endosomas tardíos y cuerpos multivesiculares tenían 
relación con el sitio de replicación viral. No se detectó colocalización entre CD63 y 
BrUr (resultados no mostrados). Por tanto, el sistema lisosomal en células MRC-5 
infectadas con VBUN no alberga el sitio de replicación viral. 
Figura R-23. Detección del sitio de ensamblaje del VBUN en células MRC-5 infectadas usando 
BrUr y tratadas con actinomicina-D. (A) Células MRC-5 control. En (B) BrUr (rojo), Gc (verde) y 
DAPI (azul). Células MRC-5 infectadas a 6 hpi (2 UFF/célula), las fechas indican regiones 
perinucleares en las que se detectó señal de BrUr (C) y Gc (D) muy próximas. Barras de 10 µm. 
 
2.1.6. Estudio de filamentos intermedios en células MRC-5 infectadas. 
 
La vimentina, junto a queratinas (en células epiteliales), desminas (en 
fibroblastos) y neurofilamentos (células nerviosas), es una proteína que forma parte 
de los filamentos intermedios, imprescindibles para regular la homeostasis celular. 
Se estudió el posible cambio de distribución de la vimentina durante la infección de 
VBUN en células MRC-5. Recientemente, en estudios realizados con el virus del 
Dengue, se ha observado que la disrupción de los filamentos intermedios reduce 
tanto la replicación y liberación viral como la expresión de proteínas virales 
(Kanlaya y cols., 2010). 
En células MRC-5 infectadas a 10 hpi (1 UFF/célula), la vimentina se 
concentró en regiones perinucleares (Figura R-24-B y R-24-C). La señal de GFP-
NSm, otro marcador del ensamblaje viral y de la factoría viral del VBUN, se 
distribuyó próxima al núcleo celular a 10 hpi (Figura R-24-C). Transcurridas 16 hpi 
(Figura R-24-D y R-24-E), la señal de vimentina se detectó en regiones perinucleares 
pero sin colocalización con la señal de GFP-NSm. Se quiso comprobar si este 
reclutamiento a regiones perinucleares de la vimentina estaría relacionado con las 
denominadas “cajas de vimentina” características de los agresomas. Para ello, se 
estudió otro componente de los agresomas, la proteína γ-tubulina, que se localiza 
específicamente en el Centro Organizador de Microtúbulos (McNaughty cols., 2002). 
Transcurridas 10 hpi, se observó reclutamiento de la señal de vimentina a regiones 
perinucleares y próxima a ella, la señal de la proteína N, pero sin existir 
colocalización (Figura R-24-F). También la señal de γ-tubulina se situó en regiones 
perinucleares en forma de un punto intenso, sin detectarse colocalización entre la 








Figura R-24. Distribución de vimentina en células MRC-5 infectadas con VBUN (1 
UFF/célula). En (A) hasta (E), vimentina (rojo), VBUN-GFP-NSm (verde) y DAPI (azul). (A) 
Células MRC-5 control. Células MRC-5 infectadas a (B) 5 hpi, (C) a 10 hpi, (D) y (E) a 16 hpi. En 
(B) la flecha blanca marca la señal de GFP-NSm. En (C), (D) y (E) las flechas blancas indican la 
redistribución de la señal de vimentina a regiones perinucleares. Desde (F) hasta (H) γ-tubulina (rojo), 
vimentina (azul), N (verde), DAPI (azul). (F) Células MRC-5 infectadas a 10 hpi, la flecha blanca 
marca anti-N (G) y (H) Células MRC-5 infectadas a 30 hpi, las flechas indican señal de γ-tubulina. 
Barras en (A), (B), (C), (D) y (E) 25 µm, en (F), (G) y (H) 10 µm. 
 
Como consecuencia de la citotoxicidad de la infección del VBUN, las células 
MRC-5 se redondearon, perdiendo su morfología de fibroblasto, lo que podría 
explicar en parte, la concentración de la señal de vimentina en regiones 
perinucleares. Esta distribución podría deberse también al reclutamiento de 
orgánulos celulares durante la formación de la factoría viral. En resultados no 
mostrados, se detectó colocalización entre marcadores de mitocondrias 
(MitoTracker®
En conclusión, la redistribución de la señal de vimentina durante la infección 
del VBUN en células MRC-5, parece estar relacionada con el cambio de morfología 
celular y con el reclutamiento de orgánulos a regiones de la factoría viral, pero no 
con la formación de cajas de vimentina y de agresomas.  
) y vimentina en regiones perinucleares a 36 hpi. No se detectó 
colocalización de la señal de vimentina con marcadores virales de ensamblaje como 
la proteína GFP-NSm o con la proteína N y la señal de γ-tubulina. 
 
2.1.7. Factoría viral del VBUN en células MRC-5 
 
En células MRC-5 infectadas a 8 hpi se observó reclutamiento de 
mitocondrias y sáculos de RER alrededor de cisternas de aparato del aparato de 
Golgi en regiones perinucleares. La maduración de los virus ocurrió en el interior de 
las cisternas del aparato de Golgi (Figura R-25-A) de manera similar a lo que ocurre 
en células BHK-21. Los núcleos se arriñonaron para generando cavidad que da 
cabida a la factoría viral. Se observó un alto grado de dilatación y fragmentación del 
aparato de Golgi junto al alargamiento e incremento del contraste de las 
mitocondrias. En algunas de ellas, se observaron estructuras tubulares insertadas en 
la membrana, recordando a los tubos virales caracterizados en células BHK-21 y que 
son las estructuras que albergan el complejo replicativo del virus (Fontana y cols., 
2008).  
En la Figura R-25 se muestra la zona de ensamblaje del VBUN por MET y la 





Figura R-25. Zona de ensamblaje y factoría viral del VBUN en células MRC-5. (A) Micrografía 
electrónica de una sección de 75 nm de grosor del citoplasma de una célula MRC-5 infectada a 16 hpi 
con VBUN (1 UFF/célula), en donde se observa el ensamblaje del virus VBUN en zonas entre 4-6 µm 
de altura desde la base celular. (M) mitocondria, (RER) retículo endoplasmático rugoso y (Golgi) 
aparato de Golgi. Las flechas negras indican los virus madurando en las cisternas de Golgi; alrededor 
se reclutan mitocondrias altamente contrastadas y sáculos de RER. También se observan vesículas con 
contenido denso a los electrones. En (B) y en (C) Glicoproteína Gc (verde), anticuerpo policlonal anti-
VBUN (rojo), DAPI (azul). Se observa la factoría viral a 18 y 48 hpi respectivamente. Las flechas 
blancas indican colocalización de los dos anticuerpos contra componentes virales en región 
yuxtanuclear al estudiar los planos confocales. El núcleo se ha deformado para albergar la factoría 
viral. Barra en (A) 200 nm, en (B) y (C) 50 µm. 
 
2.2. Descripción de estructuras membranosas mediante MET. 
 
2.2.1. Inclusiones en Epoxi-resina EML-182 
 
Una vez caracterizada la infección del VBUN en células MRC-5 y tras 
comprobar las similitudes con la infección en células BHK-21, se estudiaron células 
MRC-5 control e infectadas a 16 hpi (1 UFF/célula) mediante microscopía 
electrónica de transmisión. Las células MRC-5 control, presentaron morfología 
alargada típica de fibroblasto con numerosas prolongaciones de varias micras de 
longitud. Se observaron vesículas relacionadas con procesos de endocitosis y 
exocitosis próximas a la membrana plasmática. En células control se detectaron 
estructuras membranosas similares a las encontradas en células BHK-21 control. A 
menudo las conexiones con la membrana plasmática aparecieron aparentemente 
aisladas y alejadas de la célula. No se observó conexión con orgánulos intracelulares, 









Figura R-26. Micrografías electrónicas de secciones seriadas de 75 nm de grosor de 
estructuras membranosas de células MRC-5 control en regiones basales. Las flechas blancas 
indican conexión de la última membrana que forma parte la estructura con la membrana plasmática. 
(A) A 0,45 µm de altura desde la base celular, (B) 0,75 µm de altura desde la base celular, (C) 0,825 
µm de altura desde la base celular y (D) 0,925 µm de altura desde la base celular. Barras 100 nm.  
 
Todos los experimentos de monocapas de células MRC-5 infectadas con 
VBUN se realizaron a 1 UFF/célula. Transcurridas 16 hpi, se localizaron estructuras 
membranosas en zonas basales, siendo más numerosas y complejas que en células 
MRC-5 control. Estas estructuras están constituidas por lamelas membranosas 
apiladas entre sí cuyo espaciado es bastante regular. Se midieron las distancias entre 
lamela y lamela de 10 estructuras membranosas de células MRC-5 infectadas y se 
encontraron distancias comprendidas entre los 10 nm hasta los 20 nm, coincidiendo 
con las distancias encontradas en las estructuras multilamelares de las células BHK-
21 infectadas con VBUN. Las estructuras multilamelares detectadas en regiones 
basales de células MRC-5 infectadas son estructuras frágiles y densas en MET. Este 
contraste puede deberse al apilamiento de membranas lipídicas altamente 
contrastadas por la fijación con tetróxido y la posterior post-tinción con metales 
pesados. En los planos más basales no se detectó conexión directa con la célula, pero 
en cortes más apicales se detectaron finas conexiones con la membrana plasmática. 
En otras ocasiones, la conexión con la célula no se detectó en cortes seriados. 
Ocasionalmente, las estructuras aparecieron entre dos células unidas por la 
membrana plasmática de ambas. En cortes basales, la estructura se encontró en 
prolongaciones celulares (Figuras R-27-A y R-27-B). Los virus extracelulares 
próximos a estas estructuras fueron escasos (Figura R-27-B). Entre 0,5-0,8 µm de 
altura desde la base celular, se detectaron estructuras membranosas conectadas con 
prolongaciones celulares (Figuras R-27-E y R2-27-F). Asimismo, entre 3-4 µm de 
altura desde la base celular se encontraron estructuras membranosas (Figura R-27-G) 
conectadas con la membrana plasmática. En cortes más apicales desde la base 
celular, también se encontraron estructuras membranosas (Figuras R-27-H y R-27-I). 
La existencia de estructuras membranosas por encima de 3-4 µm de altura desde la 
base celular, se observó en células MRC-5 que quedaron incluidas unas micras por 
encima de la base del sustrato. 
Las estructuras membranosas encontradas en células MRC-5 infectadas con 
VBUN alcanzaron una altura de 500 nm desde la base celular, coincidiendo con la 




Figura R-27. Micrografías electrónicas de estructuras membranosas detectadas en células 
MRC-5 infectadas con el VBUN a 16 hpi (1 UFF/célula). Cortes de microscopía electrónica de 75 
nm de grosor. (A) y (B) Estructuras membranosas situadas a 0,3 µm de altura desde la base celular. En 
(A), las flechas indican estructuras membranosas. En (B), las flechas blancas son virus extracelulares 
junto a la estructura membranosa. (C) Estructura membranosa situada a 0,650 µm de altura desde la 
base celular. (D) Estructura membranosa situada a 0,8 µm de altura desde la base celular. (E) y (F) 
Cortes de 90 nm de grosor, situados entre 0,5-0,8 µm de altura desde la base celular. La estructura 
membranosa aparece entre dos prolongaciones celulares (flechas negras). (G) Estructura membranosa 
situada entre 3-4 µm de altura desde la base celular. (H) e (I) Estructuras membranosas situadas entre 
4-6 µm de altura desde la base celular. En (I), las flechas negras indican continuidad de la estructura 
con la membrana plasmática. Barras en (A), (D), (E) y (F), 100 nm, y en (B), (C), (G), (H) e (I), 200 
nm. 
 
El estudio de cortes ultrafinos y seriados de estructuras membranosas 
procedentes de regiones basales en células MRC-5 infectadas (Figura R-28), reveló 
la conexión con la membrana plasmática en determinados planos (Figuras R-28-C, 
R-28-D y R-28-H), pero ninguna conexión con orgánulos intracelulares coincidiendo 
con las estructuras membranosas visualizadas en células BHK-21 infectadas con el 
VBUN.  
Las estructuras membranosas visualizadas en células MRC-5 infectadas con 
el VBUN presentaron un diseño estructural multilamelar similar al diseño estructural 
detectado en células BHK-21 infectadas. 
Para evitar posibles roturas de las estructuras membranosas durante el 
proceso de fijación, se estudiaron células MRC-5 infectadas a 16 hpi (1 UFF/célula) 
fijando las monocapas sin retirar el medio de cultivo. En cortes basales, a 0,75 µm de 
altura desde la base celular, se observaron estructuras membranosas entre dos células 
con conexión a la membrana plasmática (Figura R-29-A). Aproximadamente, a 1 µm 
de altura desde la base celular, se observaron conexiones con la célula y la lamela 
más externa de la estructura membranosa (Figura R-29-B). En cortes superiores, a 
2,035 µm de altura desde la base celular, se observaron estructuras multilamelares 
sin conexión aparente con la célula (Figuras R-29-C y R-29-D). Las conexiones más 
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evidentes con la membrana plasmática se observan en las Figuras R-29-E, R-29-F y 
R-29-G. 
En las muestras de células MRC-5 infectadas con VBUN y fijadas sin retirar 
el medio de cultivo, se observaron estructuras membranosas mejor preservadas en las 
que se pudo detectar la individualidad de cada una de las lamelas. Además, la 
conexión con la membrana plasmática se observó entre las lamelas más externas que 
forman parte de las estructuras. No se observó conexión con orgánulos intracelulares.  
Figura R-28. Micrografías electrónicas seriadas de estructuras membranosas en células MRC-
5 infectadas a 18 hpi (1 UFF/célula). (1) Imagen de baja magnificación de los cortes seriados. Desde 
(A) hasta (D), cortes de 75 nm de grosor y seriados de una estructura membranosa. (A) A 0,070 µm de 
altura desde la base celular. (B) A 0,140 µm de altura desde la base celular. (C) A 0,210 µm de altura 
desde la base celular. (D) A 0,350 µm de altura desde la base celular. Desde (E) hasta (H), seriado de 
estructura membranosa. (E) A 0,140 µm desde la base celular. (F) A 0,210 µm desde la base celular. 
(G) A 0,350 µm desde la base celular. (H) A 0,420 µm desde la base celular. Barra en (1), 20 µm, en 
(A) hasta (D), 100 nm y en (E) hasta (H), 200 nm. 
 
Finalmente, se realizaron también cortes perpendiculares a la base de células 
MRC-5 infectadas (Figura R-30). Se pudo detectar que las estructuras membranosas 
aparecieron en la zona de contacto con el sustrato, en la región basal (Figura R-30-
A). Además, se visualizaron estructuras membranosas sin aparente conexión con la 
célula y en regiones apicales (R-30-B). Estas estructuras podrían proceder de otras 
conexiones celulares, pertenecientes a células situadas a varias micras de distancia. 
Las estructuras membranosas aparecieron rodeadas de una membrana exterior 
(Figura R-30-B), que se conecta con la membrana plasmática. Se midió la distancia 
en longitud de 6 puntos de la estructura observada en la Figura R-30-C y se obtuvo 
una media 159,06 nm +/- 38,55 nm. Se observaron estructuras membranosas situadas 
entre dos células, en posiciones basales y conectadas con las respectivas membranas 
plasmáticas (Figura R-30-D). 
Los cortes perpendiculares proporcionaron, por tanto detalles adicionales de 
las estructuras membranosas en regiones basales próximas a la base del sustrato, 








Figura R-29. Micrografías electrónicas de estructuras membranosas detectadas en células 
MRC-5 infectadas a 16 hpi (1 UFF/célula) y fijadas con el medio de cultivo. (A) Estructura 
membranosa situada entre dos células a 0,750 µm de altura de la base celular. (B) Estructura 
membranosa unida a la membrana plasmática a 1 µm de altura de la base celular. (C) Estructura 
membranosa aparentemente aislada de la célula a 2,030 µm de altura de la base celular. (D) Detalle de 
(C); las flechas indican la lamela más externa de la estructura. (E), (F), (G) y (H) Estructuras 
membranosas asociadas a prolongaciones celulares; las flechas indican conexión con la membrana. 
(E) A 2,5 µm de altura desde la base celular. (F) y (G) A 8,3 µm de altura desde la base celular. (H) A 
10,17 µm de altura desde la base celular. Barra en (A) y (B) 200 nm, en (C) y (E) 500 nm y en (D), 





















Figura R-30. Micrografías electrónicas procedentes de secciones de 70 nm de grosor y 
perpendiculares a la base de células MRC-5 infectadas a 16 hpi (1 UFF/célula). (A) Células 
MRC-5 infectadas a16 hpi. (B) y (C) Detalle de (A); en (C) se puede observar una membrana exterior 
rodeando a la estructura altamente contrastada. En (C), la punta de flechas negras indican los puntos 
que se midieron para calcular la longitud de las estructuras membranosas. (D) Estructuras 
membranosas entre células situadas en posición apical-basal. Barra en (A) 0,5 µm, en (B) y (D) 0,2 
µm y en (C) 100 nm. 
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2.3. Estudio de los cambios en la membrana plasmática de células MRC-5 
infectadas con el VBUN mediante microscopía de fluorescencia. 
 
2.3.1. Búsqueda de estructuras membranosas utilizando la lectina WGA. 
 
Se usó la lectina WGA 594 en células MRC-5 sin permeabilizar para marcar 
la membrana plasmática, como se ha descrito previamente en células BHK-21. 
Durante la infección de células MRC-5, se intensificó la señal de WGA y se 
incrementaron el número de ramificaciones y las prolongaciones de varias micras de 
longitud (Figura R-31). En los extremos de estas ramificaciones la señal de la lectina 
se intensificó. Las terminaciones de las prolongaciones visualizadas en las células 













Figura R-31. Células MRC-5 control e infectadas a 10 hpi (1 UFF/célula) sin permeabilizar y 
tratadas con lectina WGA. WGA 594 (rojo). (A) Células MRC-5 control. (B) Células MRC-5 
infectadas. Obsérvese el incremento de prolongaciones en células infectadas, así como el incremento 
en la intensidad del marcaje de la lectina en la membrana plasmática. Las flechas en (B) indican 
numerosas prolongaciones emitidas desde la superficie celular. Barras 25 µm. 
 
2.3.2. Cambios en la distribución de proteínas implicadas con la adhesividad 
celular. 
 
Se utilizaron anticuerpos específicos para proteínas implicadas en adhesión 
celular con el objetivo de identificar posibles cambios durante la infección. En la 
Tabla R-1, se recogen los cambios detectados por inmunofluorescencia a 16-18 hpi y 
1 UFF/célula (Figura R-32). 
La señal de cortactina se intensificó durante la infección viral en la periferia 
celular (Figuras R-32-B hasta R-32-D). Durante la infección la señal de vinculina se 
intensificó en regiones perinucleares, perdiéndose el patrón periférico característico 
de células MRC-5 control (Figuras R-32-E, R-32-F y R-32-G). 
Para el resto de proteínas estudiadas transcurridas 18 hpi, se perdieron los 












Tabla R-1. Cambios en la distribución de proteínas relacionadas con la adhesividad celular 




Figura R-32. Distribución de cortactina y vinculina en células MRC-5 control e infectadas con 
VBUN (1 UFF/célula). En (A) hasta (C) cortactina (rojo), N (verde) y DAPI (azul). (A) Células 
MRC-5 control. (B) Células MRC-5 infectadas a 14 hpi. (C) Células MRC-5 infectadas a 18 hpi. (D) 
Células MRC-5 infectadas a 24 hpi; las flechas blancas indican señal de cortactina formando 
filamentos en el contorno celular y conectando células MRC-5. En (D) hasta (F) vinculina (rojo), 
VBUN-GFP-NSm (verde) y DAPI (azul). (D) Células MRC-5 control. (E) Células MRC-5 infectadas 
a 10 h. (F) Células MRC-5 infectadas a 18 horas, las flechas blancas indican células MRC-5 con señal 









Señal en células  
MRC-5 control 
Señal en células 
MRC-5 infectadas 
a 5 hpi 
Señal en células MRC-5 infectadas 
a 16-18 hpi 
 
Paxilina 
Prolongaciones celulares, ondas de 
membrana, filopodio; señal punteada en 
regiones perinucleares. 
La señal se dispersó 
por todo el 
citoplasma celular 
sin patrón definido. 
La señal se dispersó por todo el 





Asociada a prolongaciones de membrana, 
proyecciones celulares y puntos de 
adhesión focal. La señal recuerda a puntos 
de nucleación de actina.  
Señal similar a la de 
las células MRC-5 
control. 
La señal se dispersó por todo el 







Señal definida en lamelipodia, ondas de 
membrana y proyecciones celulares.  
Intensificación 
general de la señal 
en toda la célula y 
sobre todo en ondas 
de membrana y 
filopodio.  
 
Intensificación de la señal en 
membrana plasmática y filamentos; 
algunos filamentos conectaron células 




Señal intensa en zonas perinucleares, 
puntos de adhesión celular. Se visualizan 
filamentos en prolongaciones celulares y 
ondas de membrana con señal N-WASP. 




La señal se dispersó por todo el 
citoplasma celular. Se perdió la señal 
perinuclear, de filamentos y de puntos 




Prolongaciones celulares, ondas de 
membrana, filopodio; señal punteada en 
regiones perinucleares. 




La señal se dispersó por todo el 




2.4. Detección de proteínas del citoesqueleto y de la adhesión celular 
mediante Western blot. 
 
Se realizaron estudios bioquímicos para estudiar posibles cambios en la 
expresión de proteínas implicadas con la adhesividad celular y el citoesqueleto en 
células MRC-5 control e infectadas a 16 hpi (1 UFF/célula), utilizando la actina 
como control de carga. No se observaron cambios de expresión significativos de las 
proteínas N-WASP, cortactina, integrina β5 e integrina α5 (Figura R-33). Por ello, no 
parece probable que modificaciones en sus niveles de expresión tengan relación con 
las señales que dan lugar a las estructuras membranosas inducidas por el virus 
VBUN. A pesar de que los niveles de expresión de cortactina en células MRC-5 
infectadas a 16 hpi no variaron con respecto a los niveles en células MRC-5 control, 
en los experimentos de inmunofluorescencia sí se detectó una intensificación de la 
señal periférica de la cortactina próxima a la membrana plasmática formando 
filamentos que conectan células entre sí. 
Figura R-33. Niveles de expresión de proteínas relacionadas con la adhesividad celular en 
células MRC-5 durante la infección viral del VBUN. (A) Estudio de la proteína integrina α5. (B) 
Estudio de la proteína integrina β5. (C) Estudio de la proteína vinculina. (D) Estudio de la proteína 
cortactina.  
3. Resultados de la infección del VBUN en células humanas HEp-2. 
 
La tercera línea celular en la que se estudió la posible existencia de 
estructuras membranosas fueron las células HEp-2, epiteliales de origen humano que 
crecen formando agregados o “clusters”. 
 
3.1. Caracterización de la infección del virus VBUN en HEp-2. 
 
3.1.1. Titulación del virus VBUN en células HEp-2. 
 
Se crecieron células HEp-2 en placas p-24 hasta alcanzar el 100% de 
confluencia para titular un stock del VBUN (generado en células BHK-21). No se 
pudo titular el VBUN en células HEp-2 ni por ensayos de placas de lisis ni por 
inmunofluorescencia transcurridos 6 dpi. Tampoco se pudo titular sobre las propias 
células HEp-2 los virus extracelulares e intracelulares procedentes de células HEp-2 
infectadas. Sin embargo, sobre células BHK-21, sí se pudieron titular los virus 
procedentes de células HEp-2. Las placas de lisis producidas por virus VBUN 
procedentes de células HEp-2 fueron de menor diámetro y más difusas que las 
producidas por VBUN crecido en células BHK-21. Los resultados quedan recogidos 
en la Tabla R-2. 
A partir de 24 hpi, se alcanzó el título viral máximo en los sobrenadantes de 
células HEp-2 infectadas (105 UFP/ml). En todos los tiempos analizados, el título 
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viral intracelular fue inferior al título de virus extracelulares, excepto para 8 hpi, en 
el que no se detectaron virus extracelulares pero sí intracelulares.  
Debido a que no fue posible la titulación del VBUN producido en células 
HEp-2 sobre ellas mismas, no se pudo calcular de forma rigurosa, las UFP/célula del 
VBUN en células HEp-2. De forma que la infección en células HEp-2, se centró a 
nivel individual de cada célula y no se pudo estudiar la evolución de la infección de 
la monocapa en comparación estricta con células BHK-21. La cuantificación de 
células HEp-2 infectadas a 10 UFP/célula fue similar a la cuantificación de células 
BHK-21 infectadas a 1 UFP/célula. Por lo que los experimentos de infección de 
células HEp-2 fueron realizados a 10 UFP/célula, asumiendo que aproximadamente 
este valor equivalía a 1 UFP/célula para células BHK-21. 
 
Tabla R-2. Título viral procedente de VBUN extracelulares e intracelulares producidos en 
células HEp-2 y titulados en células BHK-21. 
 
3.1.2. Recuentos de células HEp-2 infectadas utilizando anticuerpos 
específicos contra VBUN. 
 
 El número de células HEp-2 infectadas se estudió a través de recuentos de 
células marcadas con anti-Gc o con anti-VBUN. Se llevó en paralelo el mismo 
experimento con células BHK-21 infectadas a 1 UFP/célula. Prácticamente el 100% 
de células BHK-21 presentó marca de Gc transcurridas 10 hpi. Sin embargo, en 
células HEp-2 infectadas a 10 hpi, sólo el 13-15% presentaron señal con anti-Gc, 
presentando un patrón punteado en regiones próximas al núcleo (Figura R-34-A). Se 
obtuvieron los mismos porcentajes de células HEp-2 infectadas marcadas con anti-
VBUN (Figura R-34-B).  
Transcurridas 48 hpi, el porcentaje de células HEp-2 infectadas con VBUN 
fue del 100%. Los patrones de fluorescencia de ambos anticueropos fueron similares 













Figura R-34. Estudio en células HEp-2 infectadas con el VBUN utilizando un anticuerpo 
contra la glicoproteína Gc y el antisuero anti-VBUN. (A) y (B), Células HEp-2 infectadas a 10 hpi. 
En (A) Gc (rojo) y DAPI (azul). La marca de anti-Gc es punteada. En (B) Anti-VBUN (verde) y DAPI 
(azul). La distribución de anti-VBUN es reticulada. Barras 10 µm. 
 
Horas post-infección Virus extracelulares 
(UFP/ml) 
Virus intracelulares  
(UFP/ml) 
8 No se detectaron placas 3x104 
14 2x105 3x104 
18 6x105 104-105 
24 105 No se detectaron placas 
40 5x105 No se detectaron placas 
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3.2. Caracterización ultraestructural de la infección del VBUN en células HEp-
2 mediante MET y búsqueda de estructuras membranosas. 
 
Se estudió la posible existencia de estructuras membranosas en zonas basales 
de células HEp-2 mediante análisis de cortes seriados y orientados para MET. Se 
crecieron células HEp-2 control e infectadas sobre Thermanox© siguiendo el 
protocolo habitual de inclusión en Epoxi-resina. En las regiones basales de las 
células HEp-2 control se detectaron restos de prolongaciones celulares tipo filopodio 
(Figura R-35-B), pero no se observaron estructuras membranosas “gecko-like”. Se 
detectaron pequeñas acumulaciones membranosas, pero sin la organización 
característica en multilamelas de las estructuras membranosas objeto de estudio. 
Figura R-35. Estudio de la ultraestructura de células HEp-2 control por MET. Cortes de 75 nm 
de grosor. (A) Micrografía electrónica de una célula HEp-2 control a baja magnificación, de 
morfología triangular y núcleo grande situado en el extremo celular. (B) Micrografía electrónica de 
regiones basales de células HEp-2 control, mostrando los filopodios a mayor magnificación. Barra en 
(A) 2 µm y en (B) 200 nm. 
 
Ante de 30 hpi los cambios morfológicos en las células HEp-2 fueron 
mínimos. En células HEp-2 infectadas con VBUN a 30 hpi, se observaron cambios 
significativos en la morfología celular: se incrementó el grado de vacuolización en el 
citoplasma de células HEp-2 (Figura R-36-A), incluso detectable por microscopía de 
fluorescencia (Figura R-36-B). A mayor magnificación, se detectaron vesículas por 
todo el citoplasma (Figura R-36-C). Algunas de las vesículas con doble membrana 
recordaron procesos de autofagia (Figura R-36-D). La membrana nuclear presentó 
interdigitaciones (Figura R-36-E) y el aparato de Golgi se detectó dilatado y 
fragmentado (Figura R-36-F). Las mitocondrias se ensancharon y aparecieron 
levemente contrastadas próximas a las vesículas intracelulares, de doble membrana 
(Figura R-36-G). En general, se incrementó el número de estructuras similares a 
lisosomas (Figura R3-36-H). No se detectaron partículas virales madurando en el 












Figura R-36. Estudio de la ultraestructura de células HEp-2 infectadas con VBUN. Cortes de 
75 nm de grosor. (A) Micrografía electrónica de una sección de una célula HEp-2 infectada con 
VBUN, aproximadamente a 1 μm de altura desde la base celular; las flechas indican el elevado grado 
de vacuolización. (B) Células HEp-2 infectadas a 30 hpi; señal de fluorescencia observada con el 
antisuero anti-VBUN; las flechas blancas indican las oquedades que se observan en MET. (C) Detalle 
del citoplasma altamente vacuolizado de (A), las flechas negras indican vacuolas. (D) Se observa a 
mayor magnificación las vacuolas intracitoplasmáticas visualizadas en (A); las flechas negras indican 
vesículas de doble membrana. (E) Detalle de la membrana nuclear; las flechas negras indican las 
invaginaciones a una altura de 6,7-10 μm desde la base celular. (F) Detalle de las cisternas del aparato 
de Golgi (flechas negras) a una altura de 6,7-10 µm desde la base celular. (G) Mitocondrias (flechas 
negras). (H) Estado del citoplasma celular a 8,3-11,11 μm de altura desde la base celular; se pueden 
observar numerosas vesículas y posibles lisosomas (flechas negras). Barra en (A) 2 µm, en (B) 10 µm 
y en (C) 1 µm, en (D) 50 nm y en (E), (F), (G) y (H) 200 nm. 
 
Se estudió en detalle la región basal de células HEp-2 infectadas con el 
VBUN. Se observaron restos de membranas próximas a la membrana plasmática 
(Figura R-37), pero sin formar estructuras membranosas multilamelares 
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características. No se detectó liberación de partículas virales en las regiones basales 
de células HEp-2 infectadas. 
 
Figura R-37. Estudio por MET de regiones basales en monocapas de células HEp-2 infectadas 
con VBUN. (A), (B) y (C) Secciones ultrafinas de 75 nm de grosor estudiadas por MET, procedentes 
de células HEp-2 infectadas a 8 hpi. Las flechas indican restos celulares. (A) A 0,28 µm de altura 
desde la base celular. (B) Otra región, a 0,28 µm de altura desde la base celular. (C) A 2-4 µm de 
altura desde la base celular. Las flechas negras indican restos de membranas situadas entre células 
HEp-2. Barra en (A) 200 nm y en (B) y (C) 100 nm.  
 
En células HEp-2 infectadas, se estudiaron también cortes perpendiculares a 
la base celular para detectar posibles estructuras membranosas en contacto con la 
superficie del sustrato y comprobar si los virus se liberaban por zonas basales. En 
estas regiones se observaron numerosas vesículas y mitocondrias próximas a 
cisternas del RER (Figura R-38-A). En el entorno extracelular, se detectaron restos 
de filopodios y ausencia total de estructuras membranosas características. No se 
detectó liberación de virus en regiones basales. En el interior del citoplasma se 
encontraron escasas vesículas que recordaron por tamaño y forma a virus VBUN 
inmaduros (Figura R-38-B). En zonas basales próximas al soporte con el sustrato, se 
observaron puntos de apoyo (Figuras R-38-C y R-38-D) que contienen numerosas 


















Figura R-38. Micrografías electrónicas de secciones ultrafinas de 75 nm de grosor cortadas 
perpendicularmente a la base de células HEp-2 infectadas a 48 hpi con VBUN. (A) Micrografía 
electrónica de una sección ultrafina del citoplasma de una célula HEp-2 infectada; se observan 
mitocondrias y sáculos de RER en regiones basales. (B) Otra zona basal de otra célula HEp-2 
infectada; la flecha negra indica un posible virus VBUN intracelular próximo a vesículas altamente 
contrastadas. (C) Micrografía electrónica procedente de un corte perpendicular de una célula HEp-2 
infectada a menor magnificación. El cuadrado negro que se muestra, indica la región basal en contacto 
con la superficie del sustrato, formada por vesículas intracelulares ampliada en (D). Barra en (A) y (B) 




Los cortes perpendiculares de células HEp-2 infectadas confirmaron la 
ausencia de estructuras membranosas multilamelares en regiones basales y tampoco 
se detectó la liberación de virus en estas zonas. Los puntos de apoyo de las células 
HEp-2 estuvieron formados por pequeñas vesículas, similares a podosomas. Los 
virus intracelulares fueron escasos y no se detectaron en el interior de las cisternas 
del aparato de Golgi.  
 
3.2.1. Desarrollo de protocolos de microscopía correlativa e inclusión en 
resina LR-WhiteTM y el virus recombinante VBUN-GFP-NSm. 
 
La utilización del virus recombinante VBUN-GFP-NSm (rBUNM-NSm-
EGFP) permitió distinguir células infectadas sin necesidad de permeabilizarlas. 
Transcurridas 16 hpi, una gran parte de la monocapa no presentó fluorescencia, 
aproximadamente el 60%. La señal viral de GFP-NSm, se concentró en la región 
perinuclear, mientras que el patrón de la lectina WGA marcó el contorno celular 












Figura R-39. Estudio del contorno celular en células HEp-2 infectadas y sin permeabilizar a 16 
hpi (10 UFP/célula) con el virus rBUNM-NSm-EGFP usando la lectina WGA. WGA (rojo), DAPI 
(azul) y VBUN-GFP-NSm (verde). Las flechas blancas indican el lugar de la factoría viral situada un 
lado del núcleo. La señal WGA 594 delimita la membrana plasmática. Se observan restos celulares 
marcados con WGA próximos a la membrana plasmática en forma de “burbuja”. Barras 10 µm. 
 
En células HEp-2 infectadas con el virus rBUNM-NSm-EGFP no se 
detectaron estructuras membranosas similares a las encontradas en células infectadas 
con VBUN BHK-21 y MRC-5 y marcadas con la sonda WGA. 
Se desarrollaron protocolos de microscopía correlativa dirigidos al estudio 
de células HEp-2 infectadas para intentar localizar la zona de ensamblaje y liberación 
del VBUN en esta línea celular. Se utilizó el virus recombinante VBUN-GFP-NSm 
que progresa más lentamente que el “wild type”. Se crecieron células HEp-2 en 
portaobjetos con cuadrícula y se infectaron durante 30 horas a 10 UFP/célula (Figura 
R-40-A). Tras realizar varios lavados, se seleccionaron 10 células para ser incluidas 
en resina LR-WhiteTM (Figura R-40-B). En las células HEp-2 seleccionadas, la señal 
de fluorescencia fue detectada predominantemente en regiones medias-apicales, 
situándose a 15-20 µm de altura desde la base celular (Figura R-40-C). Estas células 
se procesaron para la inclusión y obtención de cortes ultrafinos seriados para su 
posterior estudio por MET. No se detectaron virus liberados en regiones basales. A 
partir de 11 µm de altura (Figura R-40-F y R-40-H), se detectaron los nuevos VBUN 
en grandes vesículas citoplasmáticas. Se detectaron virus siendo liberados en zonas 
apicales, a 29 µm de altura desde la base celular (Figura R-40-G y R-40-I). Se 
hicieron inmunomarcajes con el anticuerpo específico para la proteína N, y un 
anticuerpo conjugado con oro coloidal detectándose señal en los virus que se liberan 
en regiones medias-apicales como se observa por MET (Figura R-40-I).  
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Figura R-40. Microscopía correlativa en células HEp-2 infectadas a 30 hpi con el virus 
rBUNM-NSm-EGFP. (A) Cuadrícula numerada con células HEp-2 infectadas con VBUN-GFP-
NSm. (B) Región ampliada de (A), selección de célula a estudiar por MET. (C) Proyección lateral de 
la señal de GFP-NSm de la célula seleccionada en (B). La fluorescencia alcanzó 18,9 µm de altura 
desde la base celular. (D) Célula HEp-2 seleccionada, proyección DIC. (E) Célula HEp-2 
seleccionada, proyección GFP-NSm. (F) Micrografía electrónica de la célula HEp-2 seleccionada en 
(B) a 11 µm de altura desde la base celular. (G) Micrografía electrónica de la célula HEp-2 
seleccionada en (B) a 29 µm de altura desde la base celular. (H) Detalle de vacuola citoplasmática 
procedente de (F) en el que se observan partículas virales (punta de flechas blancas). (I) Detalle de 
vacuola citoplasmática procedente de (G) en el que se observan partículas virales (punta de flechas 
blancas) y señal de N (punta de flechas negras) Barras en (A) y (B) 2 µm, en (D) y (E) 10 µm, en (F) y 
(G) 1 µm, en (H) 100 nm y en (I) 50 nm. 
 
Dentro de las células, la señal de N detectada por inmunomarcajes, apareció 
próxima a mitocondrias (Figura R-41-A). A 4-6 µm de altura desde la base celular, 
se encontró la máxima concentración de señal de N en regiones perinucleares (Figura 
R-41-B). La señal de ARN de doble hebra fue escasa por todo el citoplasma, sin 
poder asociar un patrón u orgánulo celular (resultados no mostrados). En regiones 
apicales se detectó la liberación de nuevas partículas virales que se marcaron con 
anti-N (Figura R-41-C). 
El estudio de la infección viral por técnicas de microscopía correlativa e 
inmunomarcajes de la proteína N, reveló que la liberación de nuevos virus ocurre a 
partir de 11 µm de altura desde la base de las células HEp-2, entre restos celulares y 
filamentos, coincidiendo con la máxima intesidad de fluorescencia de GFP-NSm. 
Durante la infección, las células HEp-2 se deformaron y se hincharon, alcanzando 
alturas superiores a 29 µm de altura desde la base celular. Los núcleos se situaron en 
un extremo de la célula, mientras que los orgánulos celulares se encontraron 
altamente fragmentados. No se detectó maduración de los virus intracelulares en 
cisternas de Golgi. La señal de N apareció dispersa por todo el citoplasma hasta 






















Figura R-41. Detección de la nucleocápsida viral, N, en células HEp-2 infectadas a 30 hpi. (A) 
Micrografía electrónica procedente de un corte a 0,070 µm de altura desde la base celular; la señal de 
N (asteriscos rojos) aparece asociada a mitocondrias. (B) Micrografía electrónica de otro corte a 
4,061-6,695 µm de altura desde la base celular; se concentra la señal de N en el citoplasma celular. 
(C) Micrografía electrónica de partículas virales liberadas a partir de 11 µm de altura de la base 
celular (flechas blancas); la flecha negra señala marca de N. Barras 100 nm. 
 
3.2.2. Estudio por MET y microscopía de fluorescencia de células HEp-2 
infectadas con VBUN y fijadas sin retirar el medio de cultivo. 
 
Se fijaron las células HEp-2 infectadas a 30 hpi con el medio de cultivo para 
preservar posibles estructuras membranosas y favorecer el estudio de la liberación de 
los nuevos VBUN. Se realizaron cortes seriados desde la base celular hasta 
aproximadamente, 30 µm de altura desde la base celular. La liberación de los virus se 
visualizó al fijar el medio de cultivo, principalmente en regiones medias-apicales, a 
partir de 4-5 µm de altura hasta más de 25 µm desde la base celular (Figura R-42). 
Próxima a la membrana plasmática, se observaron restos de membranas pero sin 
formar ningún tipo de estructura multilamelar organizada. En el interior de estas 
membranas a menudo se encontraron partículas virales del VBUN (Figura R-42-D).  
Los nuevos virus se detectaron asociados a restos celulares y de membranas 
próximos a la membrana plasmática en regiones medias-apicales de las células HEp-
2, pero no en regiones basales. 
De la misma manera, se fijaron células HEp-2 infectadas con el medio de 
cultivo para estudiar por inmunofluorescencia la señal de la glicoproteína Gc y del 
anticuerpo anti-VBUN (Figura R-43) e intentar detectar las partículas virales recién 
liberadas. La señal del anticuerpo α-Gc se detectó sobre las células, con patrón 
punteado en regiones medias-apicales. La señal del anti-VBUN mostró un patrón 
reticulado, próximo a la señal de Gc. Este tipo de estudios demostraron que la señal 
de la glicoproteína (al no usar agentes de permeabilización, marcó virus 
extracelulares) se concentró en regiones medias-apicales de las células HEp-2 
infectadas y próxima a la membrana plasmática. Estos resultados concuerdan con los 
estudios de cortes seriados estudiados por MET, la liberación de VBUN ocurre en 
















Figura R-42. Micrografías electrónicas de células HEp-2 infectadas a 30 hpi con VBUN y 
fijadas con el medio de cultivo. (A) Micrografía electrónica de un corte a 4,060 µm de altura desde 
la base celular de una célula HEp-2 infectada; los nuevos virus aparecen adheridos a la membrana 
plasmática (flechas negras). (B) Micrografía electrónica de una sección más apical de la misma célula 
de (A), a 6,79 µm de altura desde la base celular; los nuevos virus (flechas negras) aparecieron en 
contacto con la membrana plasmática. (C) Micrografía electrónica de otra región celular más apical de 
(A), a 10-11,990 µm de altura desde la base celular; se pueden observar restos celulares próximos al 
virus (flecha negra). (D) Micrografía electrónica de un corte a 11,990-13,600 µm de altura desde la 
base celular. Se observan las nuevas partículas virales asociadas a restos celulares (flechas negras). 
Barras en (A), (C) y (D) 50 nm y en (B) 100 nm. 
 
La fijación de las células HEp-2 infectadas sin retirar el medio de cultivo 
favoreció la detección de partículas virales extracelulares marcadas con Gc ya que 
quedaron retenidas en la superficie celular. 
 
Figura R-43. Fijación de células HEp-2 infectadas a 30 horas (10 UFP/célula) con el medio de 
cultivo. Gc (verde), Anti-VBUN (rojo), DAPI (azul). (A) Suma de proyecciones de Gc, DAPI y anti-
VBUN. (B) Proyección Gc. (C) Proyección anti-VBUN. Las flechas blancas indican la señal de anti-












3.3. Estudio por microscopía óptica de fluorescencia del contorno celular de 
células HEp-2 utilizando la sonda WGA.  
 
El estudio por microscopía electrónica de células HEp-2 infectadas con el 
VBUN reveló importantes diferencias en cuanto al ensamblaje yla liberación de 
nuevos virus en comparación con lo descrito para células BHK-21 y MRC-5 
infectadas. No se observó maduración de virus en cisternas del aparato de Golgi, ni 
liberación de virus en regiones basales, ni tampoco estructuras membranosas en las 
regiones basales. 
 
3.1.2. Marcadores de la región cis-media del aparato de Golgi y Gc 
 
Para intentar localizar el sitio de ensamblaje del VBUN en células HEp-2, se 
utilizó el anticuerpo contra la proteína viral Gc, marcador de morfogénesis, 
conjuntamente con anticuerpos marcadores de diversos orgánulos celulares mediante 
ensayos de inmunofluorescencia. En células HEp-2 control, el patrón de Gigantina, 
marcador de la región cis-media Golgi, se situó en un extremo celular con patrón 
punteado. En células HEp-2 infectadas a 8 hpi, la señal de Gc se detectó en regiones 
medias-apicales, sin colocalizar con la señal de Gigantina (Figura R-44). 
 
Figura R-44. Distribución de la señal del marcador de región cis-media Golgi, Gigantina, y la 
glicoproteína Gc en células HEp-2 control e infectadas 30 hpi. Gigantina (verde), Gc (rojo), DAPI 
(azul). (A) Células HEp-2 control. (B) Células HEp-2 infectadas a 30 hpi, las flechas blancas indican 
señal de Gc (C) Proyección de la señal de glicoproteína Gc. Barras de 10 µm. 
 
Se quiso comprobar si otros marcadores de morfogénesis viral colocalizaban 
con marcadores de la región cis-media del aparato de Golgi. Se infectaron células 
HEp-2 con el virus quimera VBUN-GFP-NSm (rBUNM-NSm-EGFP) a 8 hpi. 
Además se estudió la distribución de las mitocondrias durante la infección viral 
utilizando la sonda Mitotracker® (Figura R-45). En células HEp-2 control, la señal de 
Gigantina apareció en regiones perinucleares (Figura R-45-A) y la señal de 
mitocondrias se distribuyó homogéneamente por todo el citoplasma (Figura R-45-
A1). Transcurridas 8 hpi, se detectó una distribución similar entre las señales de 
Gigantina y el Mitotracker®
 
 (Figura R-45-B y R-45-B1). Sin embargo, no se detectó 
colocalización entre la señal del VBUN-GFP-NSm y Gigantina (Figura R-45-B). 
Durante la infección del VBUN en células HEp-2, se observó por tanto, 
reclutamiento de mitocondrias a regiones perinucleares (Figura R-45-B1), pero el 
ensamblaje del virus no se localizó en el aparato de Golgi a diferencia de lo descrito 






Figura R-45. Estudio por inmunofluorescencia en células HEp-2 infectadas a 8 hpi de la 
distribución del marcador de región cis-media Golgi (Gigantina), mitocondrias (Mitotracker®) y 
el virus rBUNM-NSm-EGFP. Mitotracker® (azul), Gigantina (rojo), GFP-NSm (verde) y DAPI 
(Cian). (A) Células HEp-2 control. (A1) Células HEp-2 control, proyección de la señal de 
mitocondrias y DAPI. (B) Células HEp-2 infectadas con VBUN-GFP-NSm a 8 horas; la flecha blanca 
indica señal de GFP-NSm. (B1) Células HEp-2 infectadas a 8 hpi, proyecciones de la señal de 
mitocondrias, DAPI y GFP-NSm. Las proyecciones de Mitotracker®
 
 y de Gigantina mostraron una 
distribución similar al estudiar los planos confocales; sin embargo, no existió una colocalización total. 
Tampoco se observó colocalización entre la señal de VBUN-GFP-NSm y el marcador de cis-media 
Golgi, Gigantina. Barras 25 µm. 
La falta de colocalización en células HEp-2 infectadas con VBUN entre 
marcadores de la región cis-media Golgi y los marcadores virales estudiados, Gc y el 
virus quimera VBUN-GFP-NSm, pudo deberse a la fragmentación y deterioro de los 
cisternas de Golgi y endormembranas en general, que se produce durante la infección 
del VBUN en células HEp-2. 
 
3.1.3. Estudio de autofagosomas usando la sonda MDC. 
 
Las células HEp-2 infectadas con VBUN mostraron una alta vacuolización 
tanto en los resultados obtenidos por MET, como por inmunofluorescencia. En cortes 
de microscopía electrónica se observaron vesículas con doble membrana similares a 
autofagosomas. Se estudió en detalle la distribución de los autofagosomas durante la 
infección viral, utilizando la sonda monodensilcadaverina (MDC) con el objetivo de 
comprobar su posible relación con el sitio de ensamblaje y maduración del virus. 
Resultados no mostrados con tratamientos con BrUr, no se detectó colocalización 
con la señal de Gigantina. La sonda MDC es un marcador específico de 
autofagosomas cuando se añade en células vivas (Biederbick y cols., 1995) siguiendo 
el protocolo de Jackson y cols., 2005. En células control se observó señal de MDC 
alrededor de los núcleos marcando vesículas de intensidad variable. En algunas 
células infectadas, la señal se intensificó en las vesículas intracelulares de mayor 











Figura R-46. Estudio en células HEp-2 control e infectadas con VBUN y tratadas durante 1 
hora MDC (10 µM). MDC (turquesa). (A) Células HEp-2 control. (B) Células HEp-2 infectadas a 20 
hpi; las flechas blancas indican vacuolas intracelulares perinucleares de mayor tamaño que en células 
sin infectar. Barras 10 µm. 
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La utilización de la sonda MDC es incompatible con la permeabilización para 
ensayos de inmunofluorescencia con anticuerpos. Por esta razón, se estudió la 
distribución de la sonda MDC en las células infectadas con el virus recombinante, 
VBUN-GFP-NSm. Se infectaron células HEp-2 durante 8, 24 y 30 hpi y se 
comprobó (por microscopía de fluorescencia primero y después por microscopía 
confocal) que, la señal de MDC colocalizó con la señal de fluorescencia de GFP-
NSm (Figura R-47). 
 
 
Figura R-47. Distribución de la sonda MDC en células HEp-2 infectadas con VBUN-GFP-NSm 
a 30 hpi y micrografías electrónicas procedentes de células HEp-2 infectadas con el VBUN 8 hpi. 
(A) Proyección total de la señal de GFP-NSm y MDC. (A1) Proyección de la señal de MDC. (A2) 
Proyección GFP-NSm. Las flechas blancas indican las regiones que mostraron colocalización en los 
planos confocales. (B) Micrografía electrónica del citoplasma de una célula HEp-2 infectadas a 8 hpi, 
a 0,5 µm de altura desde la base celular. (C) Detalle del citoplasma celular de otra célula HEp-2 a 0,35 
µm de altura desde la base celular; las flechas negras indican la doble membrana de un posible 
autofagosoma. Barra en (A), (A1) y (A2) 10 µm, en (B) 200 nm y en (C) 50 nm. 
 
En células HEp-2 infectadas se estudió el efecto de la inhibición de los 
autofagosomas con la droga 3-Metil-Adenina, 3-MeA (10 mM) en la progresión de la 
infección con virus quimera VBUN-GFP-NSm. Se comprobó el efecto de la droga 
añadida durante 1 hora y repetidamente cada dos horas durante el transcurso de la 
infección (para mantener constante la inhibición de los autofagosomas, debido a que 
las células HEp-2 degradan la droga cada dos horas). Se comparó el número de 
células HEp-2 con señal de GFP-NSm obtenidas en cada ensayo, con el número de 
células HEp-2 con señal en ausencia de la droga. Los recuentos demostraron un 
discreto descenso de la señal de VBUN-GFP-NSm en células tratadas cada dos horas 
con 3-MeA. Para la detección de autofagosomas, también se utilizó un anticuerpo 
específico contra la glicoproteína transmembrana de autofagosomas LC3. La 
isoforma LC3 I fue detectada mediante inmunofluorescencia en células HEp-2 
control, cuyo patrón fue punteado y uniforme por toda la célula. Durante la infección 
no se detectó colocalización entre LC3 y la señal de fluorescencia de GFP-NSm, 
pero sí una localización próxima al estudiar planos confocales. La señal de GFP-
NSm se detectó en planos medios-apicales de las células HEp-2 infectadas. En la 
Figura R-48, se recogen y el recuento de células HEp-2 infectadas en ausencia y 
presencia de la 3MeA. 
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Estos resultados demostraron que en los autofagosomas no se produce la 
replicación, ni el ensamblaje y ni la morfogénesis viral en células HEp-2 infectadas, 
ya que la infección progresa en presencia de la 3-MeA. El incremento en la 
vacuolización y posiblemente del número de autofagosomas en células HEp-2 
infectadas pudo ser un efecto de la citotoxicidad producida por la infección del 
VBUN. 
 
Figura R-48. Tratamiento con 3 Metil-Adenina (10 mM) en células HEp-2 infectadas con el 
virus rBUNM-NSm-EGFP. En (A) y (B) Mitotracker®
 
 (azul), VBUN-GFP-NSm (verde) y LC3 
(rojo). En (C), MDC (turquesa) y VBUN-GFP-NSm (verde). (A) Células HEp-2 infectadas a 10 hpi 
sin añadir droga. (B) Células HEp-2 infectadas a 10 hpi tratadas con 10 mM de 3-MeA. (C) Células 
HEp-2 infectadas a 16 hpi tratadas con 3MeA cada 2 horas. Barras 10 µm. 
• VBUN-GFP-NSm, Lysotracker®
 
, Lamp-1 y CD63. 
Se estudió la posible relación del VBUN con componentes del sistema 
lisosomal. Se infectaron células HEp-2 durante 30 hpi. En células control la señal de 
Lysotracker® marcó vesículas por todo el citoplasma. Mientras en células HEp-2 
infetadas la señal de Lysotracker®
En resumen, en las células HEp-2 infectadas con el VBUN, todos los estudios 
de colocalización entre marcadores virales y marcadores celulares, (región cis-media 
y trans Golgi, mitocondrias, RER -resultados no mostrados-, autofagosomas y 
lisosomas) han sido negativos. Tampoco el estudio de células HEp-2 infectadas por 
cortes ultrafinos de MET aportó información útil sobre el sitio de ensamblaje del 
VBUN en estas células. Estos resultaron pueden deberse al grado de deterioro de las 
membranas de los orgánulos celulares durante la infección del VBUN en células 
HEp-2. 
 y GFP-NSm se localizó en regiones perinucleares, 
pero sin existir colocalización entre las dos señales (resultados no mostrados). Para 
entender mejor si el sistema lisosomal podía estar relacionado con el ensamblaje 
viral, se estudió la relación de la proteína Lamp-1, específica de lisosomas y la señal 
de VBUN-GFP-NSm. La distribución de Lamp-1 en células HEp-2 control marcó 
vesículas por todo el citoplasma. Durante la infección, se intensificó esta señal en 
regiones perinucleares pero no se detectó colocalización entre Lamp-1 y GFP-NSm. 
La señal de GFP-NSm se detectó en regiones perinucleares y en regiones medias-
apicales. Se estudió en detalle la distribución del marcador de cuerpos vesiculares y 
lisosomas tardíos, CD63 con la señal de la glicoproteína Gc. En células HEp-2 
control, existió colocalización entre Lamp-1 y CD63. Transcurridas 30 hpi, las 
señales de Lamp-1 y CD63 se retiraron de regiones periféricas y concentrándose en 
regiones próximas al núcleo (Figura R-49); sin embargo, no se detectó colocalización 
con la señal de Gc. Estos resultados demostraron que, la morfogénesis y el 
ensamblaje viral en células HEp-2, no se produce en membranas derivadas de 




















Figura R-49. Distribución de marcadores de lisosomas (Lamp-1 y CD63) y la glicoproteína Gc 
en células HEp-2 control e infectadas con el VBUN. CD63 (azul), Lamp-1 (rojo), Gc (verde). (A) 
Células HEp-2 control. (B) y (C) Células HEp-2 infectadas a 30 hpi. Las flechas blancas indican señal 
de Gc próxima a membrana plasmática. Las señales de Lamp-1 y CD63 se reclutan al interior celular. 
Barras en (A) y (B) 25 µm y en (C) 10 µm. 
3.4. Detección de proteínas implicadas en adhesión celular en células HEp-2 por 
Western blot.  
 
Se infectaron monocapas de células HEp-2 durante 30 horas y se detectaron 
las proteínas virales N y Gc por Western blot (Figura R-50-A). Se buscaron posibles 
cambios de expresión de proteínas relacionadas con la adhesividad celular: integrina 
α5, integrina β5, vimentina, N-WASP, cortactina, β-tubulina y vinculina. Los 
controles de carga fueron las proteínas actina y clatrina. Para la detección de las 
integrinas, los extractos celulares fueron recogidos en tampón de lisis RIPA. Para el 
resto de las proteínas estudiadas se utilizó el tampón Laemmlix2. Se estudió la 
proteína LC3 de los autofagosomas; se observó que la isoforma citosólica de 
aproximadamente 17 kDa fue mayoritaria respecto a la isoforma que se encuentra en 
las membranas de los autofagosomas de 15 kDa, tanto en las muestras procedentes 
de células HEp-2 control, como de células HEp-2 infectadas (Figura R-50-B).  
Figura R-50. Western blot de proteínas virales VBUN, de adhesión celular y filamentos 
intermedios. (A) Western blot con anticuerpos contra las proteínas virales, Gc y N, en muestras 
control e infectadas a 30 hpi. (B) Detección de integrina A5 y de LC3 en muestras control e infectadas 
a dos tiempos, 5 y 30 hpi. (C) Detección de integrina B5 usando como control de carga clatrina. (D) 
Detección de vimentina en muestras control e infectadas a 30 hpi. (E) Detección de vinculina en 
muestras control e infectadas a 30 hpi. 
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No se detectaron cambios significativos en las proteínas estudiadas de 
muestras de células HEp-2 infectadas, excepto un ligero aumento de vimentina a 30 
hpi (Figura R-50-D). Tampoco se detectó un incremento en los niveles de LC3, a 
pesar de que se observó un posible aumento en el número de autofagosomas en 
células HEp-2 infectadas con el VBUN en los cortes de microscopía electrónica y los 
ensayos de fluorescencia. Esto puede deberse a que no todas las células HEp-2 están 
infectadas transcurridas 30 horas, tan sólo el 62,5% de las células. 
4. Ensayo de adhesividad en células control e infectadas con VBUN. 
 
El estudio de las estructuras membranosas multilamelares se completó con un 
ensayo funcional para estudiar si las estructuras tienen relación con la capacidad de 
adhesión de las células al sustrato. Se realizó un ensayo usando Tripsina-EDTA, que 
demostró una mayor resistencia al despegue en las células BHK-21 y MRC-5 
infectadas con VBUN en comparación con las células no infectadas. Sin embargo, 
las células HEp-2, que no desarrollaron estructuras membranosas multilamelares, 
fueron más sensibles al tratamiento, desprendiéndose de la placa rápidamente con un 
comportamiento similar para las células control e infectadas. 
El ensayo consistió en el recuento de células infectadas y control después de 
ser tratadas con una disolución de Tripsina-EDTA 0,1M (Tripsina al 0,25% y EDTA 
al 0,02% en PBSx1) a distintos tiempos de incubación a 37ºC (1, 2 y 5 min). 
Primero, se hicieron recuentos de las células control e infectadas previamente a la 
adición de Tripsina-EDTA, siendo tomados estos valores como referencia del 100% 
de células adsorbidas (Figuras R-51-A1 hasta R-51-A3 y R-51-B1 hasta R-51-B3). 
Transcurridos los tiempos de incubación, se repitieron los recuentos celulares para 
comprobar el número de células adsorbidas a la placa tras el tratamiento con Trisina-
EDTA 0,1M. Las células BHK-21 control que quedaban se redondearon y perdieron 
la morfología de fibroblasto, desprendiéndose del sustrato rápidamente (Figuras R-
51-A4 hasta R-51-A6). Las células BHK-21 infectadas y tratadas con Tripsina-
EDTA, desarrollaron largas prolongaciones celulares similares a las visualizadas en 
los vídeos de célula viva e infectada (Figuras R-51-B4 hasta R-51-B6). Las células 
BHK-21 infectadas mostraron una mayor resistencia a tratamientos con Tripsina-
EDTA frente a las células control y se desprendieron en menor número. Las 
estructuras membranosas por tanto porían aumentar la adhesividad celular de las 
células infectaas evitando la pérdida de contacto con la placa de cultivo.  
Respecto a las células MRC-5, su respuesta fue similar a la de las células 
BHK-21. Las células MRC-5 control, fueron más sensibles a los tratamientos con 
Tripsina-EDTA que las células MRC-5 infectadas con VBUN (resultados no 
mostrados después del tratamiento con Tripsina-EDTA). El número de células MRC-
5 infectadas y tratadas con Tripsina-EDTA durante 2 min y que se desprendieron de 
la placa de cultivo fueron muy escasas. También las células MRC-5 infectadas 
desarrollaron largas prolongaciones (Figura R-52-A3) como las células BHK-21. Por 
último, las células HEp-2 tanto control (resulados no mostrados después del 
tratamiendo con Tripsina-EDTA) como infectadas, se desprendieron rápidamente de 
la placa de cultivo al ser tratadas con Tripsina-EDTA 0,1M (Figuras R-52-B1 hasta 
R-52-B3). Las células HEp-2, que no forman estructuras membranosas 
multilamelares en ningún caso, fueron más susceptibles a tratamientos contra la 
adhesión celular que las células BHK-21 y MRC-5. 
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La cuantificación de estos ensayos se resume en la Figura R-53. En células 
BHK-21 y MRC-5 infectadas con VBUN, el porcentaje de células adsorbidas 
después de los tratamientos con Tripsina-EDTA fue superior en las células no 
infectadas. El porcentaje de células BHK-21 y MRC-5 control no desprendidas tras 
el tratamiento, fue del 20% aproximadamente (1 y 2 min de tratamiento) mientras 
que toda la monocapa control se desprendió al ser incubada durante 5 min con 
Tripsina-EDTA (Figuras R-53-A y R-53-C). El 54,54% de las células BHK-21 
infectadas, no se desprendieron después del tratamiento durante 5 min de Tripsina-
EDTA (Figura R-53-B), mientras que en células MRC-5 infectadas este porcentaje se 
redujo a 16,25% (Figura R-53-D). Las diferencias encontradas entre células BHK-21 
y MRC-5 infectadas pueden deberse al grado de citotoxicidad producido por la 
infección del VBUN, siendo mayor en células humanas. En el resto de los tiempos 
estudiados (1 y 2 min) tanto en células BHK-21 como MRC-5 infectadas, más del 
50% de las células se mantuvieron sin desprenderse de la placa de cultivo. En el caso 
de las células HEp-2 control e infectadas, el 100% de la monocapa se desprendió 
rápidamente a los 5 min de tratamiento (Figuras R-53-E y R-53-F). El porcentaje de 
células HEp-2 control e infectadas adsorbidas en los tiempos restantes, 1 y 2 min, fue 


























Figura R-51. Células BHK-21 control e infectadas con VBUN a 16 hpi (1 UFP/célula) antes y 
después del tratamiento con Tripsina-EDTA 0,1M. Desde (A1) hasta (A3) células BHK-21 control 
antes del tratamiento. Desde (A4) hasta (A6) células BHK-21 control después del tratamiento. La 
mayoría de las células se desprenden de la placa de cultivo. Desde (B1) hasta (B3) células BHK-21 
infectadas a 16 hpi antes del tratamiento. Desde (B4) hasta (B6) células BHK-21 infectadas a 16 hpi 









Figura R-52. Células MRC-5 y HEp-2 control e infectadas con VBUN antes y después del 
tratamiento con Tripsina-EDTA 0,140 M. Desde (A1) hasta (A3) células MRC-5. (A1) Células 
MRC-5 control. (A2) Células MRC-5 infectadas a 16 hpi antes del tratamiento con Tripsina-EDTA. 
(A3) Células MRC-5 infectadas a 16 hpi, después del tratamiento durante 2 min con Tripsina-EDTA. 
Desde (B1) hasta (B3) células HEp-2. (B1) Células HEp-2 control. (B2) Células HEp-2 infectadas a 
24 hpi antes del tratamiento con Tripsina-EDTA. (B3) Células HEp-2 24 hpi después del tratamiento 
durante 2 min con Tripsina-EDTA. 
 
En resumenm, las células, BHK-21 y MRC-5, que desarrollan estructuras 
membranosas multilamelares en las regiones basales, fueron más resistentes a los 
tratamientos con Tripsina-EDTA. Las células BHK-21 y MRC-5 infectadas fueron 
más resistentes a estos tratamientos que las células BHK-21 y MRC-5 control. Este 
resultado podría ser explicado porque durante la infección del VBUN en estas 
células, se incrementa la complejidad y número de las estructuras multilamelares 
como respuesta ante la liberación constante de nuevas partículas virales en las 
regiones basales proceso que provoca el levantamiento de las células y una pérdida 
parcial de adhesión al sustrato. Sin embargo, las células HEp-2, que no desarrollan 
las estructuras multilamelares, ni en células control ni en células infectadas, 
rápidamente se desprendieron del sustrato al ser tratadas con Tripsina-EDTA. En las 
células HEp-2 infectadas, las nuevas partículas virales son liberadas por regiones 
medias-apicales, de forma que no serían necesarias las estructuras multilamelares ya 


















Figura R-53. Porcentaje de células adsorbidas BHK-21, MRC-5 y HEp-2 control e infectadas 
con VBUN antes y después del tratamiento con Tripsina-EDTA. (A) y (B) Células BHK-21. (C) y 
(D) Células MRC-5. (E) y (F) Células HEp-2. (A) Células BHK-21 control. (B) Células BHK-21 
infectadas a 16 hpi (1 UPF/célula). (C) Células MRC-5 control. (D) Células MRC-5 infectadas a16 
hpi (1 UFF/célula). (E) Células HEp-2 control. (F) Células HEp-2 infectadas a 24hpi. Las flechas 
negras indican el porcentaje de células adsorbidas después del tratamiento con Tripsina-EDTA en 
células control e infectadas con VBUN. 
 
5. Liberación del VBUN en células BHK-21 y MRC-5. Tratamiento con 
drogas de depolimerización de actina. 
 
El estudio de las regiones basales de células BHK-21 y MRC-5 infectadas 
con el VBUN proporcionó información sobre nuevas estructuras celulares: 
estructuras membranosas relacionadas con la adhesividad celular y además 
filamentos extracelulares, a los que se adhieren los virus recién liberados.  
El último bloque de resultados de esta tesis, recoge la caracterización 
estructural de los filamentos proteicos extracelulares asociados a las nuevas 







5.1. Liberación de nuevos virus en células BHK-21 y MRC-5. 
 
Las nuevas partículas virales recién liberadas de las células infectadas 
aparecieron asociadas a filamentos extracelulares, resultado que se obtuvo tanto en 
cortes perpendiculares como en cortes paralelos a la base de células infectadas 
(Figura R-54). Dependiendo de la orientación de la sección, se observó que los 
filamentos provenían del interior de las células, pero sin conexión aparente con 
ningún orgánulo celular (Figuras R-54-A y R-54-B). Los filamentos aparecieron en 
regiones extracelulares y próximos a la membrana plasmática (Figura R-54-C). Las 
partículas virales asociadas a estos filamentos extracelulares la morfología 
característica de los viriones maduros. En monocapas de células BHK-21 infectadas 
en las que no se retiró el medio de cultivo durante la fijación, se observaron 
filamentos extracelulares de varias micras de longitud entre los que se detectaron 
partículas virales (Figura R-54-D). Los nuevos virus siempre aparecieron asociados a 
estos filamentos y los filamentos nunca aparecieron sin virus (Figura R-54-E y R-54-
F). No se detectó conexión física entre los nuevos virus liberados y las estructuras 
membranosas multilamelares, ni tampoco entre los filamentos y las estructuras 
multilamelares. 
 
Figura R-54. Liberación del VBUN en regiones basales de células BHK-21 infectadas a 16 hpi 
(1 UFP/célula). Secciones de 75 nm de grosor. Desde (A) hasta (C), micrografías electrónicas de 
regiones basales en las que se detecta la liberación de VBUN de células BHK-21. Las flechas negras 
indican los virus y filamentos próximos a los virus. Desde (D) hasta (F), micrografías electrónicas de 
cortes procedentes de muestras sin eliminar el medio durante la fijación. Barras en (A), (B), (C), (D) y 
(E) 200 nm y en (F) 100 nm. 
 
Los nuevos virus liberados de células MRC-5 también aparecieron asociados 
a filamentos extracelulares de varias micras de longitud. Los filamentos, similares a 
los visualizados en células BHK-21 infectadas, presentaron un alto contraste y se 
detectaron entre células MRC-5 infectadas (Figura R-55-A) próximos a la membrana 
plasmática de las regiones basales (Figura R-55-B). No se detectaron filamentos 
aislados sin virus. Dependiendo de la orientación del corte, los filamentos parecen 







 Figura R-55. Liberación del VBUN en regiones basales de células MRC-5 infectadas a 16 hpi 
(1 UFF/célula). Secciones de 75 nm de grosor. Las flechas negras apuntan a partículas del VBUN 
liberándose y las flechas blancas marcan los filamentos. (A) Micrografía electrónica de dos células 
MRC-5 infectadas situadas en región a 4-6 µm de altura desde la base celular. (B) Micrografía 
electrónica de la región basal de célula MRC-5 a 0,7 µm de altura desde la base celular. (C) 
Micrografía electrónica de la región ampliada procedente del cuadrado gris en (B). Barras 500 nm. 
 
5.2. Inmunomarcajes en resina LR-WhiteTM. 
 
Para estudiar la naturaleza de los filamentos extracelulares, se realizaron 
inmunomarcajes de monocapas de células BHK-21 infectadas a 16 hpi (1 
UFP/célula) e incluidas en la resina LR-WhiteTM. En los cortes orientados, se 
detectaron con facilidad los filamentos asociados a la liberación de los nuevos virus 
en zonas basales (Figura R-56). Se realizaron los inmunomarcajes en células 
infectadas a 16 hpi para la detección de las siguientes proteínas: β-actina, vinculina, 
vimentina y cortactina.  
Los inmunomarcajes de actina demostraron la presencia de esta proteína en 
los filamentos (Figura R-56-B). Se detectó señal de actina próxima a la envuelta viral 
de virus rodeados de este tipo de filamentos (Figura R-56-C). Respecto al resto de las 
proteínas estudiadas, vinculina, vimentina y cortactina, no se detectó señal en los 
filamentos extracelulares. Las señales de estas proteínas se detectaron en filamentos 
citoplasmáticos y próximos a la membrana plasmática (resultados no mostrados). 
Los inmunomarcajes revelaron que los filamentos extracelulares relacionados 
con la liberación de nuevos virus en células BHK-21 infectadas, son filamentos de 
actina. 
De forma similar se realizaron inmunomarcajes en células MRC-5 infectadas. 
Se estudiaron las mismas proteínas que en células BHK-21. En los filamentos 
extracelulares sólo se detectó señal de actina. En la Figura R-57, se recogen varias 
micrografías del inmunomarcaje con anti-actina en los filamentos extracelulares en 
células MRC-5 infectadas a 16 horas. Las señales de vimentina y β -tubulina se 
detectaron en filamentos intracelulares mientras que la señal de la vinculina y 
cortactina, en filamentos próximos a la membrana plasmática (resultados no 
mostrados). 
Por tanto, en las células MRC-5 infectadas con VBUN, los filamentos 























Figura R-56. Inmunomarcajes de los filamentos extracelulares de regiones basales de células 
BHK-21 infectadas a 16 hpi con VBUN (1 UFP/célula). (A) Micrografía electrónica de regiones 
basales de células BHK-21 en la que se observan virus VBUN (punta de flecha blanca) y filamentos 
extracelulares próximos. (B) y (C) Micrografías electrónicas donde se observan virus VBUN (punta 
de flecha blanca) y marca con anti-actina y un conjugado de oro coloidal de 10 nm (punta de flecha 






















Figura R-57. Inmunomarcajes de los filamentos extracelulares de regiones basales de células 
MRC-5 infectadas a 16 hpi con VBUN (1 UFF/célula). (A), (B) y (C) Micrografías electrónicas de 
regiones basales de células MRC-5 infectadas en las que se detectó actina (15 nm, punta de flechas 
negras) en los filamentos extracelulares, entre los que se diferencian los virus VBUN liberados (punta 
de flechas blancas). Barras 100 nm. 
 
5.3. Estudio de los filamentos de actina y de la liberación de nuevos virus por 
técnicas de inmunofluorescencia. 
 
Se fijaron células BHK-21 control e infectadas a 16 hpi (1 UFP/célula) sin 
retirar el medio de cultivo, evitando agentes permeabilizantes y usando tampón de 
citoesqueleto para preservar los filamentos extracelulares de actina. Se utilizó el 
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anticuerpo anti-Gc como marcador de partículas virales extracelulares. Se observaron 
filamentos marcados con Faloidina (marcador de actina) (Figura R-58) próximos a la 
membrana plasmática de las células infectadas y conectando entre sí células. El 
patrón punteado de la señal anti-Gc apareció asociada a los filamentos de actina 
(Figuras R-57-B y R-57-C).  
Estos resultados mostraron que los virus extracelulares se asocian 
masivamente a los filamentos de actina de la superficie de células BHK-21 
infectadas con VBUN. 
Figura R-58. Liberación de VBUN de células BHK-21 infectadas a 16 hpi (1 UFP/célula) sin 
permeabilizar en presencia del medio de cultivo. Faloidina 488 (verde), Gc (rojo) y DAPI (azul). 
(A) Célula BHK-21 infectada a 16 hpi, las flechas blancas indican señal de Gc. (B) Filamentos 
marcados con Faloidina y anti-Gc. (C) Extremo de una célula BHK-21 infectada, las flechas blancas 
apuntan a un filamento marcado con Faloidina y anti-Gc. Barras 10 µm.  
 
Se repitió el experimento en células MRC-5 infectadas con VBUN (Figura R-
59). Durante la infección se observó el mismo tipo de señal del anticuerpo α-Gc, 
punteada sobre la superficie celular y asociada a filamentos con marca de Faloidina. 
Los filamentos aparecieron entre células, conectándolas. Los planos confocales 
confirmaron que la señal de anti-Gc apareció rodeada de la señal de Faloidina, 
recordando a las imágenes visualizadas en los cortes procedentes de MET.  
Figura R-59. Estudio del citoesqueleto de actina y la liberación de VBUN en células MRC-5 
infectadas a 16 hpi (1 UFF/célula) con VBUN. Actina marcada con Faloidina 488 (verde), 
glicoproteína Gc (rojo), DAPI (azul). (A) y (B) Células MRC-5 infectadas. Las flechas blancas 
apuntan a la señal de la glicoproteína Gc asociada a filamentos marcados con Faloidina. Barra en (A) 
5 µm y en (B) 25 µm. 
 
Para estudiar si los filamentos extracelulares marcados con Faloidina estaban 
rodeados de membrana plasmática, se repitió la inmunofluorescencia usando la 
lectina WGA para marcar la membrana plasmática en ausencia de agentes 
97 
 
permeabilizantes (Figura R-60). En los filamentos marcados con Faloidina y anti-Gc 
no se detectó señal de la sonda WGA (Figuras R-60-B, R-60-C y R-60-D). 
Por tanto, los filamentos de actina a los que se asocian los virus extracelulares 
no son prolongaciones celulares tipo filopodio; sino que se trata de haces de fibras de 
actina sin membrana plasmática, característica no descrita con anterioridad en la 
Bibliografía, por lo que se tratan de estructuras extracelulares. 
Figura R-60. Visualización de los filamentos de actina y de la membrana plasmática en células 
MRC-5 infectadas a 16 hpi (1 UFF/célula). Faloidina 488 (verde), Gc (rojo), WGA 647 (azul). (A) 
Células MRC-5 infectadas. (B) Proyección de la señal de Faloidina. (C) Proyección de la señal anti-
Gc. (D) Proyección de la señal de la lectina WGA. (A1) Detalle de (A) Filamentos con señal de 
Faloidina y Gc, sin señal de WGA (comparar con la zona correspondiente en D, flechas blancas en B, 
C y D). Barras en (A), (B), (C), (D) 10 µm y en (A1) 5 µm. 
 
Para estudiar la importancia de la actina en la liberación de nuevos virus, se 
utilizó la droga citocalasina-D. La citocalisina-D es un metabolito de origen fúngico 
que añadido a células vivas en cultivo se une a la actina e impide su polimerización y 
elongación. Por tanto, la citocalasina-D impide la polimerizacion de los filamentos 
de actina.  
Se realizaron tres ensayos a distintas multiplicidades de infección en células 
BHK-21 y MRC-5, para comprobar el efecto de la droga en la propagación de los 
virus en el cultivo celular. Además, se recogieron los sobrenadantes de las muestras 
tratadas y sin tratar con citocalasina-D para ser titulados y comprobar si la presencia 
de la droga modificaba la cantidad de partículas virales producidas y liberadas al 
medio. 
En el primer ensayo se crecieron células BHK-21 y MRC-5 control, 
infectadas e infectadas pero tratadas con citocalasina-D (2 µM), siguiendo el 
protocolo de Fontana y cols., 2008. Las células BHK-21 y MRC-5 con y sin droga, 
se infectaron a 0,1 UFP/célula (Figura R-61). Se realizaron ensayos de 
inmunofluorescencia para detectar la localización de la glicoproteína Gc y del 
marcador de actina (Faloidina) utilizando tampón de citoesqueleto y en ausencia de 
agentes permeabilizantes. Transcurridas 16 hpi, el 20% de las células infectadas con 
VBUN y sin ser tratadas con la droga, estaban infectadas. En células infectadas pero 
tratadas con citocalasina-D, el porcentaje de células infectadas fue similar. Sin 
embargo, en estas células, desapareció la presencia de filamentos de actina 
extracelulares entre células. La señal de Gc se intensificó en la membrana 
plasmática, reduciéndose la señal característica de partículas extracelulares (Figura 
R-61). 
Por tanto, la presencia de citocalasina-D añadida en los cultivos infectados 
con VBUN, no afectó a la replicación y morfogénesis viral, pero desaparecieron los 
filamentos extracelulares de actina y la señal de la glicoproteína Gc se concentró 
sobre la superficie celular. 
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Los resultados realizados a 1 UFP/célula fueron similares a los resultados 
usando 0,1 UFP/célula, con la única diferencia de que el porcentaje de células 
infectadas con y sin droga fue del 90% a las 8 hpi (resultados no mostrados). 
 
Figura R-61. Infección del virus VBUN en células BHK-21 y MRC-5 tratadas con citocalasina-
D. Faloidina 594 (rojo), Gc (verde) y DAPI (azul). (A1) Célula BHK-21 infectadas a 16 hpi (0,1 
UFP/célula, las flechas blancas indican la señal de Gc asociada a la señal de Faloidina. (A2) Célula 
BHK-21 infectada a las mismas horas post-infección que en (A1) y tratada con citocalasina-D; las 
flechas blancas indican señal de Gc retenida próxima a la membrana plasmática. (B1) Célula MRC-5 
infectadas a 16 hpi (0,1 UFF/célula), las flechas blancas señalan filamentos de actina (Faloidina) con 
partículas virales (Gc). (B2) Célula MRC-5 infectada a las mismas horas post-infección y tratada con 
citocalasina-D. La señal de la glicoproteína Gc se concentró en la periferia de las células (flechas 
blancas) y desaparecieron los filamentos de actina extracelulares. Barras de 10 µm. 
 
El tercer ensayo se realizó a 0,5 UFP/célula a 10 y 14 hpi, también usando la 
lectina WGA para marcar el contorno celular. Transcurridas 10 hpi, el porcentaje de 
células infectadas con y sin citocalasina-D fue similar, aproximadamente el 95% de 
las células presentó señal anti-Gc. Después de 14 hpi, prácticamente el 100% de las 
células con y sin droga presentaron señal de Gc. La señal de Gc de las células 
tratadas con droga se intensificó en regiones de membrana y se redujo la señal 
extracelular. No se observaron filamentos marcados con Faloidina. Se estudiaron 
proyecciones ortogonales de las regiones basales (a una altura entre 1-1,5 µm desde 
la base celular), coincidiendo con la máxima intensidad de fluorescencia del 
anticuerpo α-Gc. Los filamentos marcados con Faloidina y señal punteada de Gc, 
conectaron células infectadas a 14 hpi (Figura R-62-A). No se detectó señal de la 
lectina WGA rodeando los filamentos marcados con Faloidina (Figura R-62-B). De 
nuevo, al tratarse con citocalasina-D, la señal con anti-Gc quedó retenida en la 
membrana plasmática (Figuras R-62-C, R-62-D, R-62-G y R-62-H). La señal del 
anticuerpo α-Gc se asoció a estos filamentos de actina (Figura R-62-F) en ausencia 
de citocalasina-D.  
Los resultados descritos demostraron que los filamentos marcados con 
Faloidina a los que se adhieren los virus extracelulares no son prolongaciones tipo 
filopodio ya que no se marcan con la sonda WGA, marcador de membrana 
plasmática en condiciones de no permeabilización. La presencia de citocalasina-D 
provocó la desaparición de los filamentos extracelulares de actina y la retención de la 











Figura R-62. Estudio de filamentos de células BHK-21 infectadas a 0,5 UFP/célula en regiones 
basales. (A) y (B) Células BHK-21 infectadas a 14 hpi. Las flechas blancas señalan filamentos 
marcados con Gc que interconectan células. (C) y (D) Células BHK-21 infectadas a 14 y 10 hpi 
respectivamente tratadas con citocalasina-D. Las flechas blancas señalan la señal de Gc, retenida en la 
membrana plasmática. (E) y (F) Células BHK-21 infectadas a 10 hpi. Las flechas blancas señalan 
filamentos de actina (Faloidina) con partículas virales (Gc). (G) y (H) Células BHK-21infectadas a 8 
hpi tratadas con citocalasina-D. Las flechas blancas marcan la señal de Gc. Barras de 5 µm.  
 
En la Tabla R-3 se muestran los resultados de las titulaciones de los 
sobrenadantes con y sin citocalasina-D. Los sobrenadantes procedentes de las células 
infectadas y tratadas con citocalasina-D alcanzaron un título viral de una unidad 
logarítmica menor en comparación con las muestras sin tratar con la droga. 
En conclusión, la citocalasina-D podría alterar una de las vías utilizadas por el 
virus VBUN para la salida y propagación a células vecinas. Los filamentos 
extracelulares de actina pueden jugar un papel en la propagación del VBUN en las 
células en cultivo. 
 
Tabla R-3. Titulaciones de sobrenadantes procedentes de células BHK-21 infectadas con y sin 
citocalasina-D. 
 




8 hpi (MOI = 1)  105 3x103 
10 hpi (MOI = 0.5)  2,8x104 6,5 x103 




























El estudio de las regiones basales de células de mamífero infectadas con el 
VBUN ha permitido la caracterización de nuevas estructuras relacionadas con la 
adhesividad celular (estructuras membranosas) y la liberación de las nuevas 
partículas virales (filamentos de actina). En este trabajo se ha avanzado en la 
caracterización de la infección del VBUN profundizando en su última etapa, la 
liberación de nuevos virus. Además se ha estudiado, la infección del VBUN en dos 
líneas humanas diferentes: MRC-5 y HEp-2. 
La membrana plasmática es un orgánulo altamente dinámico que protege a la 
célula de patógenos externos (Burckhardt y Grebe, 2009). Además de definir la 
extensión celular, mantiene en equilibrio los componentes intracelulares respecto al 
medio extracelular. Es una barrera pasiva y altamente selectiva para iones, nutrientes 
y productos residuales (Alberts y cols., 1986). Debido a los cambios drásticos en la 
morfología celular a menudo son necesarios importantes cambios en el área de la 
membrana plasmática. Las propiedades mecánicas de la membrana plasmática se 
combinan con cambios en la organización de los filamentos del citoesqueleto para 
que puedan darse modificaciones rápidas en la morfología de la célula (Liu y cols., 
2008). 
La habilidad de las células para resistir cambios rápidos en la tensión de la 
membrana plasmática, puede ser explicada por la existencia de reservorios de bicapa 
lipídica (Titushkin y Cho, 2006). Un reservorio membranoso puede tener 
implicaciones en mecanismos de electromovilidad de la célula (Morimoto y cols., 
2002). Estos reservorios de membrana se han estudiado predominantemente en 
células fagocíticas y plaquetas. El exceso de membrana puede ser movilizada en 
macrófagos para reponer rápidamente la membrana plasmática que es endocitada 
durante la fagocitosis (Raucher y Sheetz, 1999). En las plaquetas, existen numerosas 
invaginaciones de la membrana plasmática que contienen la membrana necesaria 
para la extensión de largos filopodios. Estas extensiones de membrana, podrían 
rápidamente organizarse y empujar las células unas a otras cuando están en 
movimiento, participando en la señalización celular (Sowinski y cols., 2008). Existen 
evidencias experimentales de que los nanotúbulos membranosos pueden conectar 
varios tipos de células, incluyendo células nerviosas y células del sistema inmune 
(Rustom y cols., 2004; Davis, 2007). Resultados similares se han encontrado en otros 
tipos de células, sugiriendo que el acoplamiento eléctrico entre nanotúbulos sea una 
forma de comunicación altamente conservada entre las células (Wang y cols., 2010). 
También permitirían el intercambio de orgánulos y pequeñas moléculas. En 
linfocitos T en cultivo, se ha detectado un exceso significativo de membrana 
plasmática almacenado en forma de ondas de membrana o “ruffles” (como revelaron 
experimentos de ósmosis, Sowinski y cols., 2008). En los linfocitos T, los 
nanotúbulos membranosos presentaron una longitud media de 22 +/- 3 µm, siendo 
entre 5 y 10 veces más largos que los puentes entre filopodios y pudiendo llegar a 
alcanzar en algunos casos las 100 µm de longitud (Sowinski y cols., 2008). Los 
nanotúbulos membranosos son estructuras que al conectar entre sí las linfocitos T, 
tienen una gran importancia en la propagación del VIH-1 (Sowinski y cols., 2008). 
En células de riñón de rata, los nanotúbulos (10-70 µm de longitud) están 
constituidos por F-actina. La existencia de reservorios de membrana en fibroblastos 
ha sido demostrada con la presencia de finos tubos membranosos desarrollados desde 
la superficie de la célula (Raucher y Sheetz, 1999). Existe un reservorio de 
membrana en fibroblastos NIH-3T3 de ratón que sirve para amortiguar las posibles 
fluctuaciones en la tensión de la membrana plasmática (Raucher y Sheetz, 1999). En 
este sentido, el exceso de membrana plasmática no organizada en regiones basales de 
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las células BHK-21 y MRC-5 detectadas en este trabajo, proporcionaría los 
elementos de partida para la construcción de las estructuras multilamelares que 
conseguirían un incremento en la superficie de contacto con el sustrato favoreciendo 
la adhesividad de la célula durante la liberación de las nuevas partículas virales. Otro 
ejemplo de exceso de membrana plasmática se encuentra en las células externas 
capilares, OHC (del inglés Outer Hair Cell). En estas células, el reservorio de 
membrana podría estar formado por fragmentos de membrana curvados a escala 
nanométrica (Morimoto y cols., 2002).  
Las estructuras membranosas visualizadas en cortes de microscopía 
electrónica de células BHK-21 y MRC-5 infectadas con el VBUN, son lamelas 
membranosas individuales, situadas en las regiones basales de las células y derivadas 
de la membrana plasmática. Los resultados de microscopía correlativa mostraron que 
las prolongaciones desarrolladas en las células BHK-21 infectadas, terminaban en 
estructuras membranosas multilamelares complejas (2-3 por célula) conectadas a la 
membrana plasmática. Las estructuras membranosas no son estructuras tipo 
podosoma, roseta, filopodio, desmosoma o hemidesmosoma; tampoco se tratan de 
uniones estrechas tipo “tight junction” o uniones comunicantes “gap junction”, sino 
estructuras nuevas y complejas inducidas por la infección del virus VBUN durante la 
fase de liberación de nuevos virus.  
El mecanismo de formación de los reservorios membranosos aún no está bien 
caracterizado (Titushkin y Cho, 2006). La base anatómica para los reservorios podría 
originarse en ondulaciones de la membrana plasmática que se alisan cuando se 
produce un incremento de tensión (Titushkin y Cho, 2006). Está demostrado que, 
bajo una considerable tensión, el reservorio de membrana podría disminuir en 
tamaño pero cuando se recuperase la tensión original, se podría recoger el exceso de 
membrana y recuperar el tamaño inicial (Raucher y Sheetz, 1999). Las estructuras 
membranosas y multilamelares estudiadas en esta tesis, podrían originarse en este 
tipo de reservorios de membrana plasmática. Por otro lado, se ha encontrado 
considerables diferencias respecto al reservorio de membranas en diferentes tipos de 
células (Titushkin y Cho, 2006); tampoco han sido encontradas estructuras 
membranosas complejas en nuestro estudio detallado de células epiteliales HEp-2. Si 
el reservorio de membrana está continuamente distribuido por la superficie de la 
célula (Evans y cols., 2003), diferencias en el tamaño celular podrían al menos 
parcialmente provocar también diferencias en el tamaño del reservorio de membrana 
(Titushkin y Cho, 2006). La falta de estructuras membranosas complejas en células 
HEp-2 podría estar relacionada con la región de liberación del VBUN en la célula. 
La liberación de las nuevas partículas virales en regiones medias-apicales de células 
HEp-2, no provocaría una pérdida significativa de la adhesividad celular en zonas 
basales. En nuestros estudios de células HEp-2 infectadas manteniendo el medio de 
cultivo durante la fijación, se detectaron restos de membranas próximas a la 
membrana plasmática pero sin organización compleja multilamelar. Este hecho 
indicaría que en células HEp-2 infectadas también existe un exceso de membrana, 
pero no se organiza en estructuras multilamelares complejas. El comportamiento de 
las células tiene importantes implicaciones para la reorganización de la membrana 
plasmática y el citoesqueleto celular (Raucher y Sheetz, 1999) de forma que, durante 
la infección de VBUN en células BHK-21 y MRC-5, la existencia de un exceso de 
membrana reorganizada en estructuras membranosas multilamelares en las regiones 
basales podría incrementar el área de contacto de la célula con la placa de cultivo. De 
esta forma, se compensaría la pérdida de adhesión producida por el levantamiento de 
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las células infectadas como consecuencia de la liberación constante de nuevos virus 
por estas regiones. 
Las estructuras membranosas multilamelares han sido detectadas tanto en 
células BHK-21 y MRC-5 control como en células infectadas, pero durante la 
infección se incrementaron en número y en complejidad. La hipótesis de trabajo de 
las estructuras membranosas se basó en el diseño estructural y el modo de contacto 
con la superficie de la placa de cultivo, siendo similares a las de las terminaciones 
micro-nanométricas de los pies de los gecos. El espaciamiento entre las lamelas que 
forman parte de las estructuras membranosas fue semejante al encontrado entre las 
terminaciones finales de las espátulas de estos animales, aproximadamente 10 nm. 
También se encontró similitud entre la longitud de las estructuras membranosas (0,6-
0,8 µm) y las terminaciones finales de los pies de los gecos (0,5 µm). Los gecos 
pueden escalar rápidamente superficies verticales e incluso invertidas, utilizando sus 
almohadillas adhesivas (Peattie y cols., 2007). La capacidad adhesiva es muy alta y 
no depende de sustancias químicas (Hansen y Autumn, 2005), pero sí del diseño y el 
modo de contacto con la superficie (Autumn y cols., 2000). La capacidad adhesiva 
de los pies de estos animales reside en el contacto directo de sus almohadillas con el 
sustrato a través de Fuerzas de Van der Waals (Autumn y cols., 2002). 
 La falta de información en la Bibliografía en cuanto a estas novedosas 
estructuras, podría relacionarse con el tipo de orientación en los cortes para su 
estudio en microscopía electrónica de transmisión. Tradicionalmente, el estudio de 
células infectadas para microscopía electrónica, se realiza usando pellets celulares en 
los que cada célula quedaba incluida en una orientación diferente. Los cortes 
orientados y seriados utilizados en estas tesis, han permitido acceder a la 
visualización de estructuras membranosas lábiles en las regiones basales de las 
células, favoreciendo una orientación adecuada para el estudio y análisis de células 
completas y el acceso a una región poco estudiada por microscopía electrónica. 
El descubrimiento de las estructuras membranosas inducidas por la infección 
del VBUN en células BHK-21 condujo al estudio de la posible existencia de estas 
estructuras membranosas en otras líneas celulares de origen humano, MRC-5 y HEp-
2, susceptibles al VBUN. En estas líneas celulares se pudieron utilizar anticuerpos 
que reconocieran proteínas relacionadas con el citoesqueleto y la adhesividad celular 
con mayor eficacia que en células BHK-21. En las células MRC-5, la infección del 
VBUN ocurre de forma similar a la estudiada en las células BHK-21. La factoría 
viral en células MRC-5 se desarrolló en regiones yuxtanucleares, con reclutamiento 
de mitocondrias, RER y aparato de Golgi. El VBUN en células MRC-5 madura en el 
aparato de Golgi. El estado de fragmentación de las endomembranas celulares 
durante la infección fue superior al observado en células BHK-21 infectadas. Como 
consecuencia de la elevada citotoxicidad del VBUN en las células MRC-5, el título 
viral fue inferior al alcanzado en células BHK-21. Está descrito en la Bibliografía, 
que en fibroblastos existe una fuerte asociación entre la membrana plasmática y el 
citoesqueleto celular (Raucher y cols., 2000b) y por esta razón, se quiso comprobar si 
las proteínas del citoesqueleto podrían estar relacionadas con las estructuras 
membranosas derivadas de la membrana plasmática. Aunque se hizo una detallada 
búsqueda de proteínas relacionadas con la adhesividad celular (integrina α4, integrina 
α5, integrina β5) y citoesqueleto celular (Rho-A, vinculina, cortactina, vimentina, β-
tubulina y actina) por técnicas de inmunofluorescencia y bioquímicas, no se observó 
ningún cambio significativo en los niveles de expresión ni en la organización de estas 
proteínas durante la infección. Sólo se observó la redistribución de los filamentos de 
actina hacia la periferia celular. Estos estudios no proporcionaron por tanto ningún 
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dato sobre la señalización implicada en la formación de las estructuras membranosas 
multilamelares en células infectadas. 
La caracterización de las nuevas estructuras membranosas multilamelares se 
completó con un ensayo de su posible función utilizando agentes contra la 
adhesividad celular (Tripsina-EDTA). Dado que las células BHK-21 y MRC-5 
infectadas con el VBUN desarrollaron complejas estructuras membranosas, si 
nuestra hipótesis es correcta, resistirían mejor los tratamientos contra la adhesividad 
celular. Efectivamente, las células BHK-21 y MRC-5 infectadas fueron más 
resistentes al tratamiento que las células no infectadas. Las células HEp-2 que no 
desarrollaron en ningún caso estructuras membranosas fueron muy sensibles a estos 
tratamientos, tanto las células control como las infectadas. 
En resumen, son varios los datos que apoyaron nuestra hipótesis de que las 
estructuras membranosas son una respuesta celular para incrementar la adhesión 
celular como consecuencia de la liberación de las nuevas partículas virales en 
regiones basales: el diseño estructural altamente organizado en numerosas 
multilamelas recordó al diseño estructural de los pies de los gecos, compartiendo 
también las dimensiones a nivel micro-nanométrico; los resultados de vídeo-
microscopía revelaron la formación de largas prolongaciones de la membrana 
plasmática durante la infección; los datos aportados por microscopía correlativa 
demostraron que el extremo de estas prolongaciones celulares terminaban en 
complejas estructuras membranosas; las células BHK-21 y MRC-5 infectadas que 
desarrollan estructuras membranosas en las regiones basales fueron menos 
susceptibles a los tratamientos contra la adhesividad celular que las células control. 
El segundo tipo de estructuras nuevas detectadas en esta tesis fueron los 
filamentos extracelulares de actina, relacionados con la liberación del VBUN en 
células BHK-21 y MRC-5, detectados también en las regiones basales de las células. 
Los estudios de inmunofluorescencia y microscopía electrónica demostraron la 
ausencia de membrana plasmática rodeando a estos filamentos, por lo que no son 
colas de actina, filopodio, invadipodia, ni microvilli. Tampoco contactan con las 
estructuras membranosas multilamelares. Muchos virus han desarrollado la 
capacidad de alterar el citoesqueleto de actina en su propio beneficio; algunos 
ejemplos son el virus vaccinia, (Ploubidou y cols., 2000), el virus de la Fiebre 
Porcina Africana (Alonso y cols., 2001), el citomegalovirus (Fish y cols., 1996) y del 
virus herpes simplex (Avitabile y cols., 1995). Una vez completado su ensamblaje, el 
virus vaccinia alcanza la membrana plasmática induciendo la polimerización de 
actina y ensamblando una “cometa” de actina que lo transporta a la célula vecina 
(Rietdorf y cols., 2001; Ward y Moss, 2001). La formación de colas o cometas de 
actina por parte del virus vaccinia ocurre justo debajo de la membrana plasmática 
(Rietdorf y cols., 2001) y depende de la familia de quinasas-Scr y de la fosforilación 
de la proteína integral de membrana A36R (Frischknecht y cols., 1999). El 
movimiento de los virus dependientes de F-actina sobre la superficie celular se 
observó primero en el Retrovirus VLM y después en el virus que provoca la 
leucemia aviar, que se desplaza sobre microvilli y filopodio ricos en actina. Además 
en filopodios, el flujo direccional de F-actina es particularmente importante para la 
transmisión de virus entre células polarizadas del aparato respiratorio o del intestino 
y de las células inmunes (Sherer y Mothes, 2008). Datos recientes indican que el 
flujo direccional de F-actina es una importante puerta de entrada a las células no 
infectadas para una gran variedad de virus (Lehman y cols., 2009). Los filamentos 
extracelulares de actina asociados a la liberación del VBUN, no están rodeados de 
membrana plasmática y por tanto, no son filopodios, ni cometas de actina. La 
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propagación del virus VIH-1 entre células del sistema inmune se incrementa por 
adhesiones célula a célula, denominadas sinapsis virales (Hübner y cols., 2009). 
Estos contactos de transmisión de la infección viral están regulados por la adhesión 
celular a través de integrinas y moléculas intracelulares de adhesión (Jolly y cols., 
2007a), actina y tubulina (Jolly y cols., 2007b), moléculas de señalización celular 
(Sol-Foulon y cols., 2007) y reclutamiento de la membrana plasmática (Jolly y cols., 
2005). Los filamentos extracelulares de actina visualizados en las regiones basales en 
células BHK-21 y MRC-5 infectadas con VBUN, tampoco presentan las 
características estructurales de las sinapsis virales. 
 La presencia de drogas depolimerizantes de actina en el cultivo de células 
BHK-21 y MRC-5 infectadas, no bloqueó la replicación ni el ensamblaje del VBUN 
como ya se sabía por estudios anteriores (Fontana y cols., 2008). Sin embargo, sí 
provocó un descenso en el número de virus VBUN liberados al medio bloqueando 
también la formación de filamentos extracelulares de actina con virus asociados. 
Estos resultados indican que los filamentos extracelulares de actina participan en la 
propagación de nuevos virus. Es evidente que el proceso de polimerización de estos 
filamentos debe ocurrir en el interior celular. En algunas secciones se observaron 
haces de filamentos saliendo del interio de las células. En este sentido, en células 
MRC-5 infectadas la señal de cortactina detectada por inmunofluorescencia se 
intensificó en la periferia de la célula y en prolongaciones filamentosas que conectan 
células entre sí. La cortactina es una proteína citosólica monomérica que puede ser 
activada por diversos estímulos externos, promoviendo la polimerización y 
reorganización del citoesqueleto de actina, especialmente la actina cortical próxima a 
la periferia celular (Ammer y Weed, 2008). La cortactina, asistida por el complejo 
proteico Arp2/3, nuclea las ramificaciones de actina sobre todo en regiones apicales 
y periféricas de la célula (Weaver y cols., 2001). La forma inactiva de la cortactina se 
sitúa de forma difusa en el citoplasma, pero cuando se fosforila, la proteína comienza 
a retenerse en ciertas áreas corticales de la célula, coincidiendo con el marcaje de 
cortactina observado durante la infección con VBUN en células MRC-5. El intenso 
marcaje del contorno celular de células MRC-5 infectadas, podría relacionarse con 
los filamentos extracelulares proteicos de actina asociados a la liberación de las 
partículas virales. Por otro lado, estudios no publicados de nuestro laboratorio 
señalan que en las regiones basales de células BHK-21 control e infectadas existe 
una importante cantidad de restos de la matriz extracelular. Diversos estudios han 
demostrado que el VBUN libera sus nuevas partículas en vesículas de secreción y de 
forma secundaria por lisis celular (Schmaljohn y Hooper, 2001). Componentes de la 
matriz extracelular podrían, junto con la actina, formar parte de estos filamentos 
extracelulares asociados con las nuevas partículas virales en lo que sería una forma 
alternativa de dispersión y propagación viral en cultivo. La polimerización de estos 
filamentos de actina extracelulares podría favorecer a la propagación de las nuevas 
partículas virales en los cultivos celulares. 
En la Figura D-1 se muestra un resumen de los datos obtenidos en en los 
estudios de las regiones basales de las células BHK-21 y MRC-5 infectadas con 
VBUN y la caracterización de las estructuras membranosas y filamentos con las 
nuevas partículas virales. 
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Figura D-1. Estructuras membranosas y filamentos asociados a la liberación del VBUN en 
células BHK-21 y MRC-5. (A) Representación de una célula control cortada perpendicularmente a la 
base celular estudiada por MET. Las estructuras membranosas de células control se sitúan en regiones 
basales pero son escasas y poco complejas. (B) Representación de una célula infectada cortada 
perpendicularmente a la base celular estudiada por MET. Las estructuras membranosas multilamelares 
complejas se forman en las regiones basales en contacto con el sustrato. La liberación de las  
numerosas  partículas virales se produce en asociación a filamentos extracelulares de actina. En las 
regiones próximas al núcleo celular se representa la factoría viral formada por el reclutamiento de 
mitocondrias, aparato de Golgi y RER. 
 
La infección del virus VBUN en células HEp-2, provocó una fragmentación 
espectacular de las endomembranas, muy superior a la observada en células BHK-21 
y MRC-5 infectadas. Probablemente, la falta de colocalización entre marcadores de 
las regiones del cis-media Golgi y las proteínas virales esté relacionada con el propio 
estado de las membranas del aparato de Golgi. La vacuolización e incremento del 
número de autofagosomas junto a la pérdida de señal de los marcadores en células 
HEp-2 infectadas, fueron ejemplos del daño celular provocado por el VBUN. La 
formación de los autofagosomas se induce en respuesta a determinadas señales, 
como puede ser la falta de nutrientes en el medio o la infección viral (Wileman, 
2006). Probablemente, la citotoxicidad del VBUN en células HEp-2 provocó 
dificultades en la propagación viral en la monocapa: las células HEp-2 infectadas 
mueren rápidamente, produciendo bajos títulos virales. Estudios realizados por 
Southam y cols., 1963, demostraron daño celular similar en células HEp-2 infectadas 
por el virus Guaroa, VGRO. La infección fue difusa por todo el cultivo celular y se 
detectaron procesos de “bubbling” coincidiendo con la infección del VBUN en estas 
mismas células. Virus similares al VBUN, como el virus de La Crosse o el virus de 
la Fiebre del Valle del Rift, llegan al sistema nervioso central a través del torrente 
sanguíneo. Las células epiteliales son la primera barrera física de protección frente 
agentes externos. La naturaleza epitelial de las células HEp-2 podría estar 
relacionada con la manera en que se liberan los nuevos virus. Las células epiteliales 
están divididas en dos dominios, el dominio apical y el basolateral, los cuales están 
constituidos de distinta manera (Ikonen, 1989). El dominio apical y el basolateral se 
diferencian no sólo en la composición proteica sino en la lipídica (Simons y Meer, 
1988). El dominio apical es el que está en contacto con el lumen de los órganos y el 
basolateral con la membrana basal. El Hantavirus “Black Creek”, es liberado de una 
forma polarizada por el dominio apical (Ravkov y cols., 1997) igual que el VBUN en 
células HEp-2. La liberación de los virus por una zona u otra de la membrana 
plasmática puede influir en la patogenicidad (Boulan y cols., 1978). Por ejemplo, la 
mayoría de los virus que afectan al tracto respiratorio (como virus influenza, 
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parainfluenza y el virus respiratorio sincitial) son liberados preferentemente por 
regiones apicales de las células epitelilales, de forma que se favorece las infecciones 
locales del tracto respiratorio. Virus que son liberados por regiones basolaterales, 
tienen acceso directo a tejidos y a la sangre, facilitando el desarrollo de una infección 
sistémica (Kolesnikova y cols., 2007).  
La liberación del VBUN en células HEp-2 ocurre bien por muerte y lisis 
celular o aparentemente en vesículas hasta la membrana plasmática en regiones 
medias-apicales, en ausencia de filamentos extracelulares de actina. Este hecho 
coincide con la ausencia de estructuras complejas membranosas en las regiones 
basales de las células HEp-2 infectadas y con el hecho de que la liberación de las 
nuevas partículas virales en células HEp-2 no provoca una pérdida de adhesividad en 
las regiones basales.  





Figura D-2. Resumen de la infección del virus VBUN en células epiteliales humanas HEp-2. 
(A) Representación de una célula HEp-2 control cortada paralelamente a la base celular. (B) 
Representación de una célula HEp-2 infectada con VBUN cortada perpendicularmente a la base 
celular. Los estudios de inmunofluorescencia y de MET revelaron que la liberación viral ocurre en 
regiones medias-apicales de las células, sin asociación a filamentos extracelulares de actina. No se 
detectaron estructuras membranosas multilamelares complejas en regiones basales de estas células. 
 
Los datos presentados en esta tesis han demostrado la existencia de 
estructuras relacionadas con la adhesividad celular y la liberación de nuevas 
partículas virales en regiones basales de células infectadas con VBUN. En el futuro, 
sería interesante abordar el estudio de la biogénesis de las estructuras membranosas, 
así como la búsqueda de otros virus de liberación basal, para saber si la presencia de 
las estructuras membranosas multilamelares son una respuesta general asociada a la 
liberación de los virus por regiones basales. Por otro lado, la identificación de las 
rutas de señalización implicadas nos permitiría entender cómo se desarrolla esta 
respuesta en las células infectadas. Finalmente, en relación a los filamentos de actina 
asociados a la liberación de nuevos virus, los mecanismos que los generan y la 






























Realizada la caracterización estructural de las regiones basales de células de 
BHK-21, MRC-5 y HEp-2 infectadas con el VBUN, podemos concluir: 
 
1. Durante la infección con el VBUN, las células BHK-21 y MRC-5 
desarrollaron estructuras multilamelares complejas en las regiones basales, 
coincidiendo con la zona de liberación de nuevos virus. 
 
2. Las estructuras membranosas derivaron de la membrana plasmática y no 
conectaron con ningún orgánulo celular, por lo que probablemente se forman 
a partir de los reservorios de membrana de la superficie celular. 
 
3. Las células BHK-21 y MRC-5 infectadas con VBUN fueron más resistentes a 
tratamientos contra la adhesividad celular que las células no infectadas, por lo 
que las estructuras membranosas parecen ser una respuesta celular para evitar 
la pérdida de adhesión durante la liberación de virus en regiones basales. 
 
4. La liberación de los nuevos VBUN en células HEp-2 ocurre en regiones 
medias-apicales y estas células no desarrollan estructuras membranosas, 
siendo más sensibles a los tratamientos contra la adhesividad celular que 
células BHK-21 y MRC-5. 
 
5. En células BHK-21 y MRC-5, las nuevas partículas virales aparecen 
asociadas a filamentos extracelulares de actina. La inhibición de su formación 
con citocalasina-D provocó un descenso en el número de virus infectivos 
liberados al medio por lo que los haces de filamentos de actina extracelulares 
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